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Referat: Ziel ist die räumliche Abbildung biologischer Materialien (Knochen,
Kollagenﬁbrillen und Zähne) hinsichtlich deren Struktur auf der Nanometerskala
mit Hilfe der Nanotomographie. Die Nanotomographie ist eine moderne dreidi-
mensionale Volumenabbildungsmethode auf der Nanometerskala basierend auf
der Rasterkraftmikroskopie. Für die Nanotomographie wurden Ätzprotokolle an
Zähnen, Kollagenﬁbrillen und Knochen entwickelt, die einen gleichmäßigen Abtrag
bewirken. Lineare Verschiebungen der aufgenommenen Schichten werden mit Hilfe
der manuellen Registrierung korrigiert und zu einem Volumenbild rekonstruiert.
Ein zentrales Ergebnis sind dabei erste hochaufgelöste Volumenbilder einzelner
Kollagenﬁbrillen im nativen Knochen. Neben der konventionellen Nanotomographie
wird ein Ansatz zur automatisierten Nanotomographie mit einer Auﬂösung von
10 nm am Beispiel des menschlichen Knochens und Zahnes demonstriert. Mit
Hilfe von mikroskopischen und elektronenmikroskopischen Techniken wurden die
verschiedenen Strukturebenen des humanen Zahn und Knochens abgebildet und die
räumlichen Strukturen der TM-AFM-Bilder auf der Mikro- und Nanometerskala
eingeordnet. Darüber hinaus konnte mit Hilfe analytischer Messmethoden die
chemische Zusammensetzung des kortikalen nativen Knochens erfasst werden und
Änderungen durch das Ätzen detektiert werden.
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Biologische Materialien wie Knochen, Zähne oder auch Holz sind im Laufe der
Zeit von der Natur für ihre jeweiligen Aufgabe angepasst worden [1, 2] und besit-
zen herausragende Merkmale und Eigenschaften. Während natürliche Materialien
grundsätzlich dynamisch sind, also wachsen und sich permanent erneuern, sind
künstliche Werkstoﬀe meist statisch und müssen für eine möglichst lange Lebens-
dauer konzipiert werden. Zur Herstellung dieser natürlichen Materialien kommt
die Natur mit relativ wenigen Grundelementen aus, die jedoch gezielt strukturiert
und kombiniert werden. So sind in der Natur häuﬁg Fasern die Grundlage für
die Gestaltung von Materialien. Sie bestehen aus unterschiedlichen chemischen
Substanzen, zum Beispiel aus den Polysacchariden Zellulose und Chitin, die die
am häuﬁgsten vorkommenden Polymere auf der Erde sind. Andere Arten star-
ker Fasern basieren auf Proteinen, wie zum Beispiel Kollagen [3, 4], Keratin [2]
oder Seide [5, 6] und beﬁnden sich in der Haut, Sehnen, Bändern und Knochen
beziehungsweise im Haar oder Horn. Die Eigenschaften und Funktionalität der
natürlichen Materialien machen sie für die Materialwissenschaft zu interessanten
Forschungsobjekten, um diese als Inspiration für neuartige Werkstoﬀe zu nutzen
und ihre Entwicklung zu optimieren. Da viele der natürlichen Strukturierungs-
prinzipien natürlicher Materialien noch unverstanden sind, bieten sie ein weites
Forschungsfeld für Materialwissenschaftler [3, 4, 7].
Motivation
Ziel ist die räumliche Abbildung biologischer Materialien (Zähne, Kollagenfasern
und nativer Knochen) hinsichtlich deren Struktur auf der Nanometerskala mit
Hilfe der Nanotomographie [8]. In dieser Arbeit werden dazu mineralisierte kor-
tikale Knochen eines humanen Spenders, Kollagen (Typ I) aus der Rinderhaut
und Zähne humaner Spender verwendet. Für die Nanotomographie soll durch
chemisches Ätzen oder Plasmaätzen ein schrittweises Abtragen weniger Nanometer
1
1. Einleitung
dicker Schichten der Materialoberﬂächen erfolgen. Nach jedem Ätzschritt soll die
freigelegte Probenoberﬂäche mittels Rasterkraftmikroskopie abgebildet werden
und anschließend aus den so erhaltenen Daten die räumliche Struktur rekonstru-
iert werden. Dabei ist es wichtig, einen geeigneten Ätzprozess zu ﬁnden, welcher
ein möglichst gleichmäßiges Abtragen der Probenoberﬂäche erlaubt, der aber die
natürliche Mikrostruktur nicht verändert.
Für die mikro- und nanoskopischen Charakterisierung von Oberﬂächen sowie
zur Analyse der Morphologie der biologischen Materialien ist die Präparation der
Proben von besonderer Bedeutung. Aus diesem Grund wird ein großes Augenmerk
auf die Probenpräparation gelegt, um Artefakte auf der Oberﬂäche der natürlichen
Materialien so gering wie möglich zu halten.
Neben der Volumenabbildung steht auch die Interpretation der TappingMode™ -
Rasterkraftmikroskopie (TM-AFM)-Bilder im Vordergrund dieser Arbeit. Mit
Hilfe von mikroskopischen und elektronenmikroskopischen Techniken sollen die
verschiedenen Strukturebenen des Knochens und Zahnes abgebildet werden, um
die räumlichen Strukturen der TM-AFM-Bilder auf der Mikro- und Nanometerska-
la einordnen zu können. Zudem ist es sehr wichtig die Chemie des verwendeten
Ätzprozesses zu verstehen. Aus diesem Grund soll mit Hilfe analytischer Mess-
methoden (Energiedispersive Röntgenanalyse (EDX), Raman-Spektroskopie) die
chemische Zusammensetzung des kortikalen nativen Knochens erfasst und mögliche
Änderungen durch das Ätzen detektiert werden.
Aufbau der Arbeit
Das folgende Kapitel 2 gibt einen Überblick über den aktuellen Stand der For-
schung mit Fokus auf die verschiedenen Abbildungstechniken und deren Grenzen,
sowie die Charakterisierung von biologischen Materialien. Anschließend werden
die für die Untersuchungen der Zähne, Kollagenﬁbrillen und Knochen eingesetz-
ten Untersuchungsmethoden vorgestellt. Dabei wird die entwickelte Ätzapparatur
für die automatisierte Nanotomographie vorgestellt und die Bildverarbeitung,
die für die Rekonstruktion der Volumenstruktur mit Hilfe der Nanotomographie
erforderlich ist, erläutert. In den sich anschließenden drei Kapiteln erfolgt die Dar-
stellung und Diskussion der an Zähnen, Kollagenﬁbrillen und Knochen erzielten
Ergebnisse. Die Rekonstruktion der Volumenbilder mit Hilfe der Nanotomographie
2
erfordert ein schrittweises Abtragen der Probenoberﬂäche. Die dazu entwickelten
Ätzprotokolle an Zähnen, Kollagenﬁbrillen und Knochen werden in den jeweiligen
Kapiteln detailliert beschrieben. Ein weiterer wichtiger Aspekt zur Rekonstruktion
der Volumenbilder ist die Bestimmung der Ätzrate. Die verwendeten Methoden
zur Ermittlung der Abtragrate werden vorgestellt und diskutiert. Ein zentrales
Ergebnis sind dabei erste hochaufgelöste Volumenbilder einzelner Kollagenﬁbrillen
im nativen Knochen. Die für die Rekonstruktion der Volumenbilder notwendige
Bildverarbeitung wird ebenfalls detailliert vorgestellt. Eine abschließende Zusam-
menfassung der Arbeit beﬁndet sich im siebtem Kapitel.
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2. Stand der Forschung
Biologische Materialien wie Knochen und Zähne werden in der Materialwissenschaft
auch als Nanokomposite von Proteinen und Mineralien bezeichnet, die zahlreiche
komplexe hierarchische Strukturen auf der makroskopischen bis zur nanoskopischen
Skala aufweisen [1–3, 9–19]. Auf größeren Längenskalen unterliegen die Zahn-
und Knochenstrukturen bei Alterung sowie bei zahn- und knochenspeziﬁschen
Krankheiten (z. B. Karies, Osteoporose, Arthrose) drastischen Veränderungen.
Rasterkraftmikroskopische Untersuchungen zeigten, dass dabei auch auf der Mikro-
und Nanometerskala Strukturveränderungen auftreten [20]. Die strukturellen Merk-
male dieser Materialien auf den verschiedenen Längenskalen, ihre Eigenschaften,
Funktionen und auch Schwachstellen liefern für die Materialwissenschaft sowie die
Medizin wichtige Erkenntnisse, die sich zur Gestaltung neuartiger Werkstoﬀe einset-
zen lassen. Hierfür werden die unterschiedlichen Materialien mittels verschiedener
Abbildungstechniken in Hinblick auf ihren strukturellen Aufbau näher untersucht.
Im Folgenden soll ein Überblick über die bisher genutzten Abbildungstechniken und
Ergebnisse für die Untersuchungen von kollagenbasierten biologischen Materialien
gegeben werden.
Rasterelektronenmikroskopie (REM), REM in feuchter Umgebung (engl. envi-
romental scanning electron microscopy; ESEM) sowie Untersuchungen mit dem
Rasterkraftmikroskop (AFM) erlauben die Abbildung und Quantiﬁzierung der
Struktur von Zähnen [21–25], Knochen [16, 19, 26–28] und Kollagenfasern [28–31]
auf der Nanometerskala. Zum Beispiel können so im Knochen und Zahn die Dicke,
Breite und Länge von Hydroxylapatitpartikeln, sowie ihre Form und Orientierung
ermittelt werden. Xu et al. [32] untersuchten mit Hilfe der Rasterkraftmikroskopie
den Lamellenknochen. Die verwendeten Proben wurden auf verschiedene Arten
präpariert (polierte Oberﬂäche und Knochendünnschnitte). Anhand von Rauigkeits-
messungen konnten bei den polierten Oberﬂächen Unterschiede zwischen dicken
und dünnen Lamellen beobachtet werden. Dabei sind dicke Lamellen resisten-
5
2. Stand der Forschung
ter gegenüber mechanischer Beanspruchung als dünne Lamellen. Auf Grund des
mechanischen Polierens zeigen sich signiﬁkante Änderungen in den strukturellen
und mikromechanischen Eigenschaften dicker und dünner Lamellen im Vergleich
zur Präparation mittels Mikrotomie. Knapp et al. [14] beschäftigten sich mit der
rasterkraftmikroskopischen Abbildung des kortikalen humanen Knochens unter
Verwendung verschiedener Präparationsmethoden (Knochenbruchstücke, geschliﬀe-
ne und polierte Knochenproben, sowie eingebettete Proben). Weiterhin wurden
Untersuchungen an biologischen Objekten von Hein et al. [33] mit dem TM-AFM
durchgeführt, um die Apatitkristalle, die sich in einer Matrix aus Kollagenfasern
beﬁnden, abzubilden und ihre unterschiedliche Steiﬁgkeit zu untersuchen.
Mit dem AFM kann die Struktur der Kollagenﬁbrillen bestimmt werden [4, 29, 34–
39]. Eine der ersten Arbeiten, die die Morphologie der D-Band-Struktur auf diese
Weise abbildeten wurde von Raspanti et al. veröﬀentlicht [34]. In den folgenden
Jahren entstanden weitere Arbeiten, die sich mit der rasterkraftmikroskopischen
Untersuchung von Kollagen beschäftigten wobei immer bessere Auﬂösungen erreicht
wurden. So konnten Heim et al. [30] einzelne native Kollagenﬁbrillen extrahiert
aus dem Gewebe der inneren Haut der Seegurke (Cucumaria frondosa) mit dem
AFM abbilden (Abb. 2.1 (a)). Sie beobachteten die typische D-Band-Struktur der
Kollagenﬁbrillen und konnten anhand von Querschnittproﬁlen eine Bandstruktur
mit einer sich wiederholenden Periodizität von 64,5 nm nachweisen (Abb. 2.1 (b)).
Mit Hilfe der chemischen Rasterkraftmikroskopie ist eine chemisch speziﬁsche
Abbildung von Oberﬂächen und deren Topographie möglich [40–43]. Hierfür werden
chemisch modiﬁzierte Spitzen verwendet. Eine Möglichkeit Informationen über die
lokalen mechanischen Eigenschaften der Probe zu erhalten, ist der Betrieb des
AFM im Pulsed Force Mode. Dabei wird die Position des z-Piezos sinusförmig
moduliert (ca. 300 bis 1000 Hz), so dass die Position der Messspitze zwischen frei
schwebend und auf die Probe aufgedrückt pendelt. Durch Analyse der auf diese
Weise kontinuierlich aufgenommenen Daten können lokale Informationen über die
Festigkeit und Adhäsion der Probe erhalten werden [41, 42, 44]. Im Gegensatz dazu
wird im Lateral Force Mode (Reibungskraftmethode) [42] der Cantilever durch
Reibungskräfte zwischen Messspitze und Probe verdrillt. Je nach Reibung der
Probe variiert die Verdrillung, die durch einen viergeteilten Fotodetektor registriert
wird. Auf diese Weise kann ein Abbild der Reibung auf der Probe erhalten werden.




Abbildung 2.1.: (a) AFM-Aufnahme einer Kollagenfibrille mit einem Querschnitt
entlang der Länge dieser Kollagenfibrille. (b) zeigt dieselbe Fibrille mit höherer
Auflösung (aus [30]).
Beispiel Steiﬁgkeit auf der Nanometerskala abzubilden, ist durch dynamische
AFM-Indentationsmessungen gegeben. Damit wurden Zähne [22, 45], Knochen
[27, 32, 45] und einzelne Kollagenﬁbrillen [30, 46–48] untersucht.
Hassenkam et al. [16] zeigten hochaufgelöste AFM-Amplitudenbilder vom tra-
bekulärem Rinderknochen (Abb. 2.2). Die gute Bildqualität ermöglicht eine In-
terpretation der Knochenstruktur auf der Nanometerskala. Sie konnten aus den
AFM-Daten eine Fibrillendicke von 50 bis 200 nm und einen Durchmesser von etwa
100 nm ermitteln. Zusätzlich beobachteten sie Anhäufungen in der Größenordnung
von durchschnittlich 15 bis 30 nm zwischen und auf den Kollagenﬁbrillen im trabe-
kulären Rinderknochen, die sie den anorganischen Anteilen oder nichtkollagenen
Proteinen zuordneten (Abb. 2.2 (b), weiße Pfeile).
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Abbildung 2.2.: (a) Drei AFM-Amplitudenaufnahmen (A,B und C) vom trabe-
kulärem Rinderknochen an drei verschiedenen Positionen. Die Bildausschnitte
betragen 3 × 13,6 µm2. Die Positionen der Bilder sind in der optischen Aufnah-
me (E) gekennzeichnet. Zudem ist eine REM-Aufnahme (D) abgebildet, die eine
ähnliche Stelle auf dem Trabekular zeigt. Die Bildgröße beträgt 8 × 3,2 µm2. In
allen vier Ausschnitten kann die typische D-Band-Struktur der Kollagenfibrillen
mit einer Periodizität von 67 nm beobachtet werden. Die weißen Pfeile markieren
die Positionen der D-Bande, die zu einem Ineinandergreifen zwischen den Kolla-
genfibrillen beitragen; (b) stellt eine Vergrößerung derselben Knochenoberfläche,
wie in Abbildung 2.2 (a) gezeigt, dar. Der Bildausschnitt beträgt 1 × 1 µm2
(aus [16]).
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Wallace et al. [28] untersuchten die Morphologie der Kollagenﬁbrillen im Knochen
in Bezug auf den Östrogenabbau mit Hilfe der Rasterkraftmikroskopie (Abb. 2.3
(a)). Sie demonstrierten, dass normale gesunde Knochen eine bestimmte Verteilung
in der Morphologie der Fibrillen aufweisen und dass Änderungen in der Verteilung
im direkten Zusammenhang mit Knochenkrankheiten stehen können (Abb. 2.3
(b)). Diese Entdeckung kann neue Einblicke in die Ultrastruktur des Knochens
sowie in die Diagnostik von Knochenerkrankungen gewähren.
a)
b)
Abbildung 2.3.: (a) Dreidimensionale Abbildung aus dem Bereich des Ober-
schenkelknochens einer Maus. Zur Darstellung dieses Bildes wurde das AFM-
Phasenbild als Textur über das korresspondierende AFM-Höhenbild gelegt. Die
Größe des Bildquerschnittes beträgt 3,5 × 3,5 µm2 (150 nm in der Höhe) (aus
[28]). (b) Darstellung der gemessenen axialen Abstände von 193 Fibrillen in
Form eines Histogramms, das zeigt, dass D-Bandenabstände zwischen 63 nm
und 74 nm beobachtet werden. Die Verteilung der ermittelten Abstände liegen
im Mittel in der Nähe des theoretisch erwarteten Wertes von 67 nm (aus [28]).
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Alle bisher genannten Mikroskopietechniken sind dahingehend beschränkt, dass
die Probe nur zweidimensional abgebildet werden kann. Für ein detailliertes Ver-
ständnis der Struktur-Eigenschaftsbeziehungen der Materialien ist zusätzlich die
Kenntnis der räumlichen Struktur. Dies gilt insbesondere für Materialien mit einer
anisotropen und räumlich komplexen Struktur.
Mittels Röntgen- und Neutronenbeugung kann die Kristallstruktur, die Orientie-
rung und die Größe der anorganischen Bestandteile einer Probe bestimmt werden
[1, 49–53]. Weiner et al. [54, 55] fanden mittels Kleinwinkel-Röntgenstreuung (SA-
XS) heraus, dass die Apatitkristalle plättchenförmig mit einer mittleren Größe von
50 × 25 nm2 und einer variierenden Dicke von 1,5 bis 4 nm aufgebaut sind. Mit
Hilfe dieser Methode können jedoch nur kristalline Bestandteile untersucht werden.
Scanning acoustic microscopy (SAM) ist eine weitere Technik zur räumlichen
Abbildung biologischer Materialien [56–59]. Hier ist eine laterale Auﬂösung von
0,6 µm erreichbar. Die Tiefenauﬂösung (axiales Auﬂösungsvermögen) hängt von
der Wellenlänge des verwendeten Ultraschalls ab (zwei bis drei Wellenlängen),
typischerweise beträgt sie ≈ 1 µm [60]. Ein kurzer Ultraschallimpuls wird in die
Probe gesendet und die Wechselwirkung an Grenzﬂächen zwischen verschiedenen
Materialien (z. B. Einschlüssen oder Fehlstellen) untersucht. Das Ultraschallsignal
kann im Inneren der Probe reﬂektiert, gestreut oder absorbiert werden. Der re-
sultierende Kontrast beruht auf den elastischen Eigenschaften der untersuchten
Probe.
Eine weitere Methode zur räumlichen Untersuchung biologischer Materialien
stellt die Computertomographie (CT) dar [61–64]. Die dreidimensionale Abbildung
mittels CT basiert auf der Aufnahme einer Vielzahl von Röntgenbildern aus
verschiedenen Richtungen. Detektoren messen dann die vom Objekt absorbierte
Strahlung. Anschließend werden die Daten mittels eines mathematischen Verfahrens
im Computer zu einem Volumendatensatz zusammengefügt, aus denen Schnittbilder
und 3D-Ansichten in beliebigen Ebenen rekonstruiert werden können. CT ermöglicht
räumliche Abbildungen mit einer Auﬂösung von 0,3 µm bis 15 µm.
Die höchste Auﬂösung erhält man mit Synchrotron-Röntgenquellen. Dierolf et al.
haben damit ein Röntgen-CT-Verfahren entwickelt, das die feinen Knochendetails
einer 25 µm großen Knochenproben einer Maus sichtbar macht (Abb. 2.4) [65].
Ähnlich wie bei der konventionellen CT, wird das zu untersuchende Objekt durch-
leuchtet und dreidimensional dargestellt, jedoch in einer höheren Auﬂösung im
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Vergleich zur bisherigen konventionellen CT. Dazu wurde eine spezielle Technik auf
der Basis kohärenter Röntgenstrahlung entwickelt, die vom Objekt gestreute Strah-
lung, insbesondere die Beeinﬂussung der Phase der Röntgenwellen, registrieren
(Ptychographie). Die Phase wird nicht von der Absorption des Materials beeinﬂusst,
so dass eine bessere Auﬂösung durch ein größeres Signal-zu-Rausch-Verhältnis
ermöglicht wird. Die Streubilder werden anschließend mit einem Algorithmus
verarbeitet und zu einem dreidimensionalem Bild der Probe errechnet. Diese Ab-
bildung liefert Informationen über die Nanostruktur und lokalen Materialdichte
der Knochenmatrix.
Abbildung 2.4.: (a) Volumendarstellung der Knochenmatrix aus dem Bereich
des Oberschenkelknochens einer Maus, die die Knochenzellen (Osteocyten) (L)
und die anschließenden kleinen Kanalsysteme (Canaliculi) (C) zeigen (aus [65]).
(b) stellt die Isofläche eines Netzwerkes der Kanalsysteme dar (aus [65]).
Eine andere Möglichkeit der hochauﬂösenden Volumenabbildung ist die Elektro-
nentomographie (ET) [66]. Diese basiert auf Transmissionselektronenmikroskopie
(TEM) und erlaubt die räumliche Struktur dünner Schnitte (0,3 bis 0,5 µm Dicke)
abzubilden. Die Probenpräparation für diese Technik (Einbettung, Dünnschnitt,
Kontrastierung) ist sehr aufwendig und es existieren nur zwei Arbeiten, die mit
ET Knochen untersucht haben. Landis et al. publizierten eine Volumendarstel-
lung (Abb. 2.5) der Apatitkristalle im Knochen, die mit Hilfe der ET erstellt
wurde [67, 68]. Die Arbeitsgruppe untersuchte dazu einen dünnen Knochenschnitt
(0,25 µm) mittels Elektronentomographie. Dieser Schnitt wurde mit einem Elektro-
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nenstrahl bei hoher Beschleunigungsspannung (1 MV) unter verschiedenen Winkeln
durchstrahlt. Aus den erhaltenen TEM-Bildern erfolgte mit Hilfe mathematischer
Algorithmen [67, 69, 70] die Volumenrekonstruktion der Knochenschicht. Landis
et al. [68] zeigten die Form, Orientierung und räumliche Anordnung individueller
Hydroxylapatitpartikel im Knochen. Über die Struktur der organischen Phase des
Knochens liefern bisherige ET-Untersuchungen allerdings keine Informationen.
a) b)
Abbildung 2.5.: (a) Dreidimensionale Abbildung der Apatitkristalle in der Kno-
chenmatrix mit Hilfe der Elektronentomographie (aus [68]) und (b) schematische
Darstellung der Anordnung der Apatitkristalle (aus [68]).
Eine neue Methode zur Abbildung räumlicher Strukturen im Ortsraum ist die
auf der Rastersondenmikroskopie basierende Nanotomographie [8]. Dafür werden
schrittweise einige Nanometer dünne Schichten von der Oberﬂäche mit einem
geeigneten Ätzprotokoll, z.B. durch nasschemisches Ätzen [71], Plasmaätzen [8, 72]
oder mechanischem Polieren [73], entfernt. Dabei erfolgt nach jedem Ätzschritt
das Abbilden der Probenoberﬂäche mit dem TM-AFM. Die erhaltene Phasenin-
formation wird mit der Höheninformation unter Berücksichtigung der Rauigkeit
kombiniert und im Abstand der mittleren Ätzrate übereinander gestapelt. Die
Methode der Nanotomographie sollte die räumliche Abbildung biologischer Proben
wie Knochen, Zahn und Kollagen mit einer Auﬂösung von 10 nm ermöglichen. Von
besonderem Interesse für das Verständnis der Struktur-Eigenschaftsbeziehungen
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von biologischen Materialien, zum Beispiel an Knochen-, Kollagen- und Zahnproben,
sowie deren Mikromechanik ist die hochauﬂösende Abbildung mechanischer Eigen-
schaften, wie sie nur mit der Rasterkraftmikroskopie möglich ist. Dabei können
durch Messung der Schwingungsamplitude und -phase als Funktion des Abstandes
zwischen Spitze und Probe materialspeziﬁsche Dissipationsprozesse identiﬁziert
und die mechanischen Eigenschaften der Proben auf der Nanometerskala gemessen
werden [74–76].
Wie bereits erwähnt, erreichen nur ET und Nanotomographie eine Auﬂösung
im Nanometerbereich. Die ET wird aufgrund des apparativen und präparativen
Aufwands nicht routinemäßig für die Abbildung von Knochen und Zähnen einge-
setzt. Die Nanotomographie ist im Vergleich zur ET ein Verfahren, das apparativ
einfacher ist. Zudem liefert es andere Informationen, da die Abbildung auf andere
Kontrastmechanismen beruht. Die räumliche Abbildung biologischer Materialien
mittels AFM-Nanotomographie kann neue Einblicke in den Aufbau dieser wichtigen
Materialien geben. Damit würden sich z.B. neue Möglichkeiten für das Studium
der Struktur-Eigenschaftsbeziehungen von Knochen, der Knochenentwicklung, für
die Diagnostik von Knochenkrankheiten, sowie die Entwicklung von Implantat-
werkstoﬀen eröﬀnen. So können speziﬁsche Untersuchungen an den Grenzﬂächen
zwischen Knochen und Implantaten Rückschlüsse auf die Wechselwirkungen der





In diesem Kapitel werden die verwendeten Methoden, die zur Untersuchung der
biologischen Materialien genutzt wurden, vorgestellt. Ein besonderes Augenmerk
wurde dabei auf die automatisierte Nanotomographie gelegt. Das Konzept und
der Aufbau der Ätzapparatur für die automatisierte Nanotomographie wird in
diesem Kapitel vorgestellt und die Bildverarbeitung, die für die Rekonstruktion
der Volumenstruktur mit Hilfe der Nanotomographie erforderlich ist, erläutert.
3.1. Techniken zur Probenpräparation
3.1.1. Minitom
Eine Möglichkeit zum Schneiden von Knochen oder Zähnen ist das Minitom
(Struers GmbH, Willich). Dabei handelt es sich um eine Art Kreissäge, mit der
Probendicken von zirka 1 mm erreicht werden können. Zum Schneiden wurden
Aluminiumoxid-Schneidblätter mit einem Durchmesser von 125 mm und einer Dicke
von 0,5 mm genutzt. Als Kühlﬂüssigkeit wurde bei den Zahn- und Knochenproben
destilliertes Wasser verwendet.
3.1.2. Schleifen und Polieren
Zum Schleifen und Polieren einzelner Knochen- und Zahnscheiben wurde mit
einem Schleifgerät Rotopol-V (Struers GmbH, Willich) gearbeitet. Es wurde mit
Microcent SiC-Papier der Körnung P1200, P2500 und P4000 (Firma Buehler,
Wirtz-Buehler GmbH, Düsseldorf) geschliﬀen. Anschließend wurden die Proben
mit einer Diamantsuspension (Buehler GmbH, Düsseldorf) (Körnung 1 µm) und
einem Poliertuch nass poliert (DP-NAP, Struers, Willich). Beim Schleifen und





Die optische Mikroskopie hat sich im Laufe der letzten zwei Jahrhunderte zu
einer Standardmethode in der biologischen Forschung entwickelt. Zur Aufnahme
optischer Bilder der zu untersuchenden Proben, wurde in dieser Arbeit zum einen
das Mikroskop des MultiMode™ TM-AFM (Olympus MM10) mit einer 10-fachen
Vergrößerung benutzt. Das so entstandene Bild wurde mit einer CCD-Kamera
(SONY XC-999P) aufgenommen und am Rechner ausgewertet. Zum anderen
wurde zur optischen Untersuchung der Knochenproben ein Auﬂichtmikroskop der
Firma Leica (DMLM Head) mit einer 5-, 10-, 20-, 50- und 63-fachen Vergrößerung
(numerische Apertur = 0,7) und eine Leica DFC 480 CCD-Kamera verwendet.
Durch die Verwendung eines Objektivs mit der 63fachen Vergrößerung und einer
numerischen Apertur von 0,7 wird eine nominelle Auﬂösung von 390 nm erreicht.
3.2.2. Rasterelektronenmikroskopie
Mit dem Rasterelektronenmikroskop kann die Topographie von Oberﬂächen dar-
stellt werden [26, 77, 78]. Die Funktion des Rasterelektronenmikroskops basiert
auf der zeilenweisen Abtastung der Probenoberﬂäche mittels eines fokussierten
Elektronenstrahls.
Die hochenergetischen Elektronen des abtastenden (primären) Strahls dringen
in die Probe ein und treten in Wechselwirkung mit den Probenatomen. Beim
Auftreﬀen der Elektronen auf die Probe sind zwei Arten der Wechselwirkung zu
unterscheiden: in den oberen Nanometern werden Sekundärelektronen (SE) (relativ
energiearm) herausgeschlagen und in größerer Tiefe (bis µm) werden die Primärelek-
tronen zurückgestreut. Die von der Probe kommenden Elektronen können aufgrund
ihrer unterschiedlichen Energie voneinander getrennt detektiert werden. Die SE
bilden dabei die Topographie des Objektes ab und die Rückstreuelektronen den
Materialkontrast. Da die Proben mit geladenen Teilchen beschossen werden, müs-
sen diese leitfähig sein oder mit einer leitenden Oberﬂächenbeschichtung versehen
werden.
Bei den nativen Knochenschnitten war keine zusätzliche Beschichtung notwendig,
da die Proben auf dem Probenhalter mit Leitsilber befestigt wurden. Zusätzlich
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wurden die Ecken der nativen Knochenprobe mit Leitsilber versehen.
Die Messungen der Knochenproben wurden mit dem Rasterelektronenmikroskop
mit einer Feldemissionsquelle (FE) (Nova Nano SEM 200, Firma FEI) in der
Arbeitsgruppe von Prof. Dr. Michael Hietschold (Professur Analytik an Festkör-
peroberﬂächen, Technische Universität Chemnitz) durchgeführt. Um bei möglichst
geringen Beschleunigungsspannungen zu arbeiten, wurde eine Gegenspannung
an dem Probenhalter angelegt [79]. Die Messungen erfolgten bei resultierenden
Beschleunigungsspannungen von 1 kV. Wegen des kleinen Anregungsvolumens bei
diesen Spannungen kann eine deutlich bessere Ortsauﬂösung erhalten werden. Ein
weiterer Vorteil dieser Messmethode ist das Verhindern von Auﬂadungen trotz der
nicht beschichteten Knochenprobenoberﬂäche.
Die REM-Messungen der Zahnproben wurden mit dem Rasterelektronenmi-
kroskop mit einer FE (Dual Beam Workstation, Strata DB 235, Firma FEI) in
der Arbeitsgruppe von Prof. Dr. Frank Mückling (Lehrstuhl Funktionswerkstoﬀe,
Universität des Saarlandes) durchgeführt. Die Proben wurden für die Messungen
mit Kohlenstoﬀ beschichtet.
Atmosphärische Rasterelektronenmikroskopie
Gerätetechnische Weiterentwicklungen haben das Rasterelektronenmikroskop zu
einem insbesondere für die Biomaterialforschung interessanten Gerät werden lassen.
Die Atmosphärische Rasterelektronenmikroskopie (ESEM) (engl. enviromental
scanning electron microscopy) erlaubt die Abbildung feuchter, nicht elektrisch
leitender Proben (z.B. Polymere, Knochen, Keramiken) [80, 81]. Die ESEM-Mess-
ungen wurden mit dem Rasterelektronenmikroskop mit einer FE (Nova Nano SEM
200, Firma FEI) und eingebautem Helix-Detektor in der Arbeitsgruppe von Prof.
Dr. Michael Hietschold (Professur Analytik an Festkörperoberﬂächen, Technische
Universität Chemnitz) durchgeführt. Zur Analyse der Morphologie des Knochens
wurde das Gerät im niedrigen Vakuumbereich des ESEM-Modus betrieben. Der
Druck in der Kammer betrug zur Optimierung der Abbildungsbedingungen (Ver-




Eine wichtige Anwendungsmöglichkeit von REM ist die Elementbestimmung. Bei
der EDX-Analyse (engl. energy dispersive X-ray analysis) wird aus der von einer
Probe emittierten Röntgenstrahlung die Elementzusammensetzung ermittelt. Dazu
werden die Atome in der Probe durch Elektronenbeschuss angeregt und emittieren
Röntgenstrahlung mit einer elementspeziﬁschen Energie. Mittels EDX-Analyse
können verschiedenste Objektoberﬂächen bezüglich ihrer Elementzusammenset-
zung untersucht werden. Die EDX-Analysen der Knochenproben wurden mit dem
Rasterelektronenmikroskop mit einer FE (Nova Nano SEM 200, Firma FEI) und
eingebautem Helix-Detektor in der Arbeitsgruppe von Prof. Dr. Michael Hietschold
(Professur Analytik an Festkörperoberﬂächen, Technische Universität Chemnitz)
durchgeführt.
3.2.3. Raman-Spektroskopie
Der Raman-Eﬀekt wurde 1928 von Chandrasekhara Raman erstmals experimentell
nachgewiesen [82]. Als Raman-Streuung wird die inelastische Streuung von Licht
an Materie bezeichnet. Das emittierte Streulicht ist bei der Raman-Streuung für
die lokale chemische Zusammensetzung sowie die direkte Umgebung der angeregten
Gruppe speziﬁsch. Aufgrund der inelastischen Streuung ﬁndet ein Energietransfer
statt, wodurch die gestreuten Photonen eine höhere oder niedrigere Frequenz als
die des einfallenden Lichtstrahls besitzen. Die spektralen Anteile mit kleinerer
Frequenz als das einfallende Licht werden als Stokes-Linien, die mit einer größeren
Frequenz als Anti-Stokes-Linien bezeichnet. Das Spektrum aus den Komponenten
der Streustrahlung ergibt das Raman-Spektrum der untersuchten Probe. Die
elastisch gestreuten Photonen zeigen keine Frequenzverschiebung und werden als
Rayleigh-Linie bezeichnet. Zwischen der elastischen und der inelastischen Streuung
liegen circa 6 Größenordnungen in der Intensität.
Die Spektren in dieser Arbeit wurden mit einem konfokalen Raman-Mikroskop
(alpha300 R; WITec GmbH, Ulm) in der Arbeitsgruppe von Prof. Dr. Robert
Stark (Sektion Kristallographie, Ludwig-Maximilians-Universität München) auf-
genommen. Für die Anregung wird ein frequenzverdoppelter Neodym dotierter
Yttrium-Aluminium-Granat (2ωNd: YAG) Laser (Wellenlänge λ = 532 nm) bei
einer Leistung von 2 mW verwendet. Für die beugungsbegrenzte Fokussierung und
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die Sammlung des Streulichts wurde ein 100fach Mikroskopobjektiv (numerische
Apertur = 0,90, Arbeitsabstand 0,26 mm, der Firma Nikon) eingesetzt. Durch den
konfokalen Aufbau ist die Schärfentiefe auf etwa 1 µm begrenzt.
3.2.4. Rasterkraftmikroskopie
Die Rasterkraftmikroskopie (engl. atomic force microscopy), wurde 1986 von Bin-
nig, Quate und Gerber eingeführt [83]. Sie wurde in den letzten Jahren zunehmend
zur mechanischen Analyse und Abbildung von biologischen Materialien verwendet
[16, 19, 84–86]. Ein weit verbreiteter Messmodus ist der so genannte intermittieren-
de Kontaktmodus oder auch Tapping Mode (TM). Im TM wird der Federbalken
(Cantilever) durch einen Piezokristall zu Biegeschwingungen nahe seiner Reso-
nanzfrequenz angeregt. Beim Messen mit dem AFM wird eine Spitze nahe an die
Oberﬂäche der Probe geführt und diese zeilenweise abgetastet. Die typischerweise
pyramidale AFM-Spitze beﬁndet sind am Ende des Cantilevers. Die Spitzen weisen
einen nominellen Spitzenradius von 10 nm auf. In dieser Arbeit wurden Cantilever
vom Typ NCH der Firma NanoWorld (Neuchâtel, Schweiz) für die Messungen an
Luft und in Luftfeuchtigkeit verwendet (Material: Silizium, Maße des Cantilevers:
Breite W = 30 µm, Länge L = 125 µm, Dicke D = 4 µm). Alle hier gezeigten AFM-
Bilder sind im TM aufgenommen. Für die AFM-Untersuchungen der Kollagen-
und Knochenproben wurde ein AFM des Typs Nanowizard I und II der Firma
JPK Instruments (JPK Instruments, Berlin) verwendet. Für die Untersuchungen
der humanen Zahnproben sowie für die bimodale Rasterkraftmikroskopie wurde
ein AFM des Typs MultiMode™ (Veeco Instruments, Santa Barbara, USA) mit
einem Nanoscope IV Controller genutzt.
3.2.5. Bimodale Rasterkraftmikroskopie
Die Messung mit bimodaler Anregung der AFM Cantilever ist eine Messmethode,
die auf dem TM-AFM beruht [87] und die eine empﬁndlichere Detektion von
Materialunterschieden wie auch eine verbesserte laterale Auﬂösung [87–93] auch
bei der Nanotomographie [94] verspricht. Dabei ist die zweite Eigenmode sensitiver
für strukturelle Feinheiten als die Grundfrequenz des Cantilevers. Diese kann, wie
in [87–94] gezeigt, zur Steigerung der lateralen Auﬂösung und des Phasenkontrastes
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der TM-AFM-Bilder angewendet werden. Aufgrund dessen wurde das Messprinzip
auch am nativen Knochen verwendet und die TM-AFM-Aufnahmen der ersten und
zweiten Eigenmode des Cantilevers während des Ätzens verglichen. Die Interpreta-
tion der bimodalen AFM-Aufnahmen sind nicht immer eindeutig, so dass dieser
Ansatz zunächst nicht weiter verfolgt wurde. Die Ergebnisse werden im Anhang A
gezeigt und diskutiert.
3.3. Nanotomographie
Zur räumlichen Darstellung von Knochen- und Zahnstrukturen im Nanometerbe-
reich wurde in dieser Arbeit das Prinzip der Nanotomographie mittels Rasterkraft-
mikroskopie verwendet [8, 71, 72, 95]. Nanotomographie ist eine Methode, um die
räumliche Struktur von Materialien durch Messungen im Ortsraum abzubilden.
Durch diese Methode wird eine hochauﬂösende Volumenabbildung der Knochen-
und Zahnstruktur auf der Nanometerskala ermöglicht. In Abbildung 3.1 ist das
Prinzip der Nanotomographie schematisch dargestellt.
Abbildung 3.1.: Schematische Darstellung der Volumenrekonstruktion aus ei-
ner Serie von AFM-Aufnahmen. Durch schrittweises Ätzen können eine Reihe
von gekrümmten Landkarten S(n) erhalten werden, die zu einem Volumenbild
rekonstruiert werden (aus [8]).
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Bei dem Verfahren werden schrittweise dünne Schichten z.B. durch nasschemi-
sches Ätzen abgetragen und anschließend die Oberﬂäche mit dem AFM abgebildet.
Durch die Messung erhält man ein Phasenbild, welches die Materialverteilung der
zu untersuchenden Probe wiederspiegelt, sowie ein Höhenbild, das die Topogra-
phieinformation enthält. Durch die Kombination beider Informationen kann ein
Stapel gekrümmter Oberﬂächen S(n) erhalten werden, die bei bekannter Ätzrate
mit entsprechendem mittleren Abstand übereinander gelegt werden können. Aus
den übereinandergelagerten, gekrümmten Oberﬂächen ist es somit möglich ein
Volumenbild zu rekonstruieren.
3.3.1. Bildverarbeitung
Die Bildverarbeitung ist für die Nanotomographie sehr wichtig, da zum einen
sicher gestellt sein muss, dass die Daten der Bilder bezüglich Verkippung und
Phasenkontrast aneinander angeglichen werden. Dies ist nötig, um Verzerrungen
durch Nichtlinearität des Piezokristalls beziehungsweise verschiedenen Kontrast
durch Wechselwirkungen zwischen Spitze und Probe zu kompensieren. Zum an-
deren können unvermeidbare lineare und nichtlineare Bildverzerrungen aufgrund
thermischer Verschiebungen (Drift) und der Hysterese des Piezo-Scanners auftreten.
Diese Verzerrungen sind besonders dann störend, wenn die 2D-Schichtbilder zu
einem 3D-Volumenbild zusammengesetzt werden.
Registrierung
Für die Volumendarstellung einzelner Kollagenﬁbrillen im Knochen musste ein
Weg gefunden werden die Bilder der Serie aneinander auszurichten (zu registrieren)
und die einzelnen Kollagenﬁbrillen zu markieren. Zum Ausgleich von linearen und
nichtlinearen Bildverzerrungen wurden zunächst die 40 × 40 µm2 Höhenbilder mit
Hilfe des Visualisierungsprogramms Amira™ (Mercury™ Computer Systems Inc.,
Mountain View, USA) manuell in x- und y-Richtung starr verschoben. Ebenso
wurde der Rotationsversatz, der durch den Ein- und Ausbau der Probe in das AFM
hervorgerufen werden kann, durch Rotation der AFM-Bilder in Amira manuell
korrigiert. Zu den in Amira vorregistrierten 40 × 40 µm2 großen Graustufenbilder
wurden die dazugehörigen Aufnahmen mit 20 µm und 10 µm Seitenlänge linear
mit CorelDraw ( Version 12, Corel Corporation, Kanada) registriert (in x- und
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y-Richtung verschoben, sowie rotiert) und manuell so übereinander gelegt, dass
die darunterliegenden Strukturen übereinstimmen.
Für die nichtlineare Registrierung der AFM-Aufnahmen resultierend aus der
automatisierten Nanotomographie wurde, wie in [71, 95] beschrieben, ein bereits
bestehender Algorithmus [96] für die Registrierung von AFM-Bildern adaptiert.
Dieser Algorithmus beruht auf der variationellen Minimierung eines Zielfunktionals,
das sich aus der Summe der quadrierten Diﬀerenzen benachbarter Schichten und
einem krümmungsbasierten Regularisierungsterm zusammensetzt. Der Algorithmus
bestraft unerwünschte Eigenschaften von Lösungen (z.B. zu große Verzerrungen),
wodurch physikalisch sinnvollere Verschiebungen begünstigt werden. Der Vorteil
des in [71] verwendeten krümmungsbasierten Regularisierungsterms ist zum einen,
dass der Algorithmus robust auf eventuell noch vorhandene aﬃn-lineare Verzerrun-
gen in den Bildern reagiert. Zum anderen sind die berechneten Verzerrungsfelder
relativ glatt, was mit den erwarteten Verzerrungen einer AFM-Aufnahme gut über-
einstimmt. Man kann sich den Registrierungsprozess veranschaulichen, indem man
sich ein 2D-Gitter, das über das Bild gelegt wird, vorstellt. Aus dem Unterschied
zwischen den benachbarten Schichten wird eine „Kraft“ berechnet, die das Gitter -
ähnlich einer sich unter einem Gewicht verbiegenden Platte - schrittweise verformt.
Diese Verformung wird so lange fortgesetzt, bis bestimmte Abbruchbedingungen
erfüllt sind. Da sich die Struktur des Materials in jeder Schicht leicht ändert, ist
es oft nicht sinnvoll, ein vollständiges Übereinstimmen der Bilder anzustreben.
Vielmehr ist es wichtig, dass die berechneten Verzerrungen mit den erwarteten
physikalischen Verformungen im Einklang sind, ohne lokale Inhomogenitäten der
übereinander zulegenden Bilder widerzuspiegeln. Es ist daher für den Registrie-
rungsprozess relevant, die beiden Übergabeparameter des Algorithmus für jeden
Bilderstapel geeignet zu wählen. Ein Parameter ist die Steiﬁgkeit des Gitters, der
andere die Zeit, die das Gitter in einem Iterationsschritt zum Verbiegen hat.
Plane Fit
Der Plane Fit passt ein Polynom mit zwei Veränderlichen einer gewählten Ordnung
an das jeweilige Bild an und zieht es vom Gesamtbild ab, um ein ﬂaches Bild zu
erhalten.
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Flatten
Beim Flatten wird von jeder Zeile des Bildes eine Regression n-ter Ordnung
berechnet und diese von jeder Zeile subtrahiert.
Histogrammanpassung
Bei der Histogrammanpassung wird die Verteilung der Grauwerte eines jeden
Bildes Hi an ein Referenzhistogramm Href angepasst. Dazu wird die Verteilung der
Grauwerte des Histogrammes Hi so angepasst, dass die Höhenkurve des Histogram-
mes Hi der des Referenzhistogrammes Href entspricht. Dabei muss darauf geachtet
werden, dass ein guter Kontrast im gewählten Referenz-AFM-Bild Href vorhanden
ist.
3.4. Automatisierung der Nanotomographie1
Konzept der Automatisierung
Die konventionelle Vorgehensweise der auf dem AFM basierenden Nanotomographie
ist unterteilt in folgende Schritte: Zunächst wird eine Aufnahme der Oberﬂäche
des zu untersuchenden Materials mit dem AFM aufgenommen. Anschließend wird
die Probe aus dem AFM ausgebaut mit dem Ziel schrittweise einige Nanometer
dünne Schichten von der Oberﬂäche mit einem geeigneten Ätzprotokoll, z.B. durch
nasschemisches Ätzen [71], Plasmaätzen [8, 72] oder mechanischem Polieren [73], zu
entfernen. Im nächsten Schritt wird die Probe wieder in das AFM eingebaut. Bei der
bisherigen Vorgehensweise musste die Messstelle mit Hilfe einer Markierung auf der
Probe und des im AFM integrierten optischen Mikroskops wiedergefunden werden.
Das Vergrößern in den interessanten Ausschnitt durch sukzessives Verringern der
1Dieses Kapitel basiert auf folgender Veröffentlichung: C. Dietz, S. Röper, S. Scherdel, A. Bern-
stein, N. Rehse, R. Magerle, Automatization of Nanotomography, Rev. Sci. Instrum., 78,
053703 (2007). Die einzelnen Autoren haben dabei folgende Beiträge geleistet: Christian
Dietz hat zusammen mit mir die Messungen am humanen Knochen durchgeführt. Dr. Anke
Bernstein hat die Proben zur Verfügung gestellt, die von mir für die AFM-Untersuchungen
präpariert wurden. Die Daten wurden gemeinsam von Christian Dietz und mir ausgewertet
und das Volumenbild rekonstruiert. Das Konzept, die Einstellungen und Methode der Auto-
matisierung wurden von Robert Magerle, Nicolaus Rehse und Christian Dietz ausgearbeitet.
Christian Dietz hat das von Sabine Scherdel geschriebene Korrelationsprogramm genutzt,
dass die Bildposition während der automatisierten Messung aufrecht erhält.
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Bildgröße ermöglichte so das Auﬃnden und die Abbildung derselben Messstelle.
Je kleiner die zu untersuchende Stelle ist, desto schwieriger ist es, diese wieder zu
ﬁnden. Demzufolge wird viel Zeit für das Suchen der gleichen Position und der
Aufnahme der Bilder benötigt. Im besten Fall kann die Datenerfassungsrate von
einer Schicht innerhalb 30 Minuten erreicht werden. Ein kleiner Rotationsversatz
kann mit dieser Methode nicht ausgeschlossen werden, auch wenn die Probe an
einer festen Kante ausgerichtet wird. Ein weiteres Problem kann darin bestehen,
dass die Probe etwas stärker horizontal verkippt eingebaut wurde als bei der
vorherigen Messung. Alle diese Bemühungen können umgangen werden, wenn
das Ätzen in situ erfolgen kann (ohne den Ausbau der Probe aus dem AFM).
Alle notwendigen nasschemischen Schritte (Ätzen, Spülen) ﬁnden dabei in einer
im AFM eingebauten Flüssigkeitszelle statt. Ein möglicher Arbeitsablauf für die
Automatisierung der Nanotomographie ist in Abbildung 3.2 dargestellt.
Spülen mit der Ätzlösung
Ätzen für eine bestimmte Zeit
Spülen der Zelle mit Wasser 




























Abbildung 3.2.: Protokoll für die Automatisierung der Nanotomographie. Das
Abtragen dünner Schichten und Abbilden der Probenoberfläche kann so oft
wiederholt werden wie erforderlich (nach [86]).
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Nach der Bilderfassung der Probe in Wasser wird die Flüssigkeitszelle mit der
Ätzlösung gespült. Die Ätzlösung wird für einige Zeit in der Flüssigkeitszelle
belassen, wodurch der Abtrag einer Schicht von der Probenoberﬂäche erfolgt. Die
Dicke der abgetragenen Schicht wird durch die Ätzzeit bestimmt. Der nächste
Schritt ist das Spülen der Zelle, z.B. mit Wasser, um den Ätzprozess zu stoppen
und um mögliche Partikel oder Rückstände von der Oberﬂäche zu entfernen. Das
nächste Bild kann aufgenommen werden. Die gesamte Prozedur (ein Ätz- und
Abbildungszyklus) wiederholt sich bis die Probe abgetragen ist. Die auftretende
Drift zwischen aufeinander folgenden Abbildungen wird durch einen angemessenen
Oﬀset korrigiert, der bereits während der Messungen berechnet und entsprechend
varriert wird. Ein kompletter Ätzschritt inklusive Spülen, Driftkorrektur und
Bildaufnahme, dauert im Schnitt drei Minuten. Ein großer Vorteil ist, im Vergleich
zur konventionellen Nanotomographie, die deutlich erhöhte Datenerfassungrate.
Aufbau für in situ Ätzen
Für diese Messungen wurde ein AFM des Typs MultiMode™ (Veeco Instruments,
Santa Barbara, USA) mit einem Nanoscope IIIa Controller und Nanoscope Software
(Version 6.13) genutzt. Für die Abbildung in Wasser wurde eine Flüssigkeitszelle
der Firma Veeco verwendet, welche einen schnellen Austausch der Flüssigkeiten
ermöglicht. Abbildung 3.3 (a) zeigt eine Aufnahme des AFM Messkopfes mit
eingebauter Flüssigkeitszelle und 3.3 (b) eine schematische Darstellung der für
Messungen in Wasser verwendeten Zelle. Ein ﬂexibler Dichtring wird zwischen
der Flüssigkeitszelle und der Probe platziert, um ein geschlossenes Volumen zu
erhalten. Die Zelle besitzt drei Bohrungen, von denen zwei als Eingang und eine
als Ausgang für die Ätz- und Spüllösungen verwendet wird.
Abbildung 3.3 (c) zeigt den gesamten Aufbau für das in situ Ätzen. Die Flüs-
sigkeitszelle ist durch Polypropylenschläuche mit drei oder mehreren Reservoirs
(Glasﬂaschen) verbunden, die Wasser, Ätzlösungen oder andere Lösungen enthal-
ten können. Die Magnetventile vom Typ 2/2 way rocker (Bürkert Fluid Control
Systems, Ingelﬁngen) sind an serielle Relaiskarten (Conrad Elektronik, Hirschau)
angeschlossen. Es ist essentiell, dass alle Komponenten der Ätzapparatur resistent
gegen die verwendeten Ätzlösungen sind. Die Relaiskarte, der AFM Computer




















Abbildung 3.3.: (a) Fotografie des Messkopfes des MultiMode™ mit eingebau-
ter Flüssigkeitszelle und angebrachten Schläuchen im Ein- und Ausgang. (b)
Schematische Darstellung der Flüssigkeitszelle in Kontakt mit einer eingebauten
Probe, die mit einem flexiblen Silikonring abgedichtet wird. (c) Schematische
Abbildung des AFM und des Ätzapparates. Die Flüssigkeitszelle ist mit einzelnen
Behältern verbunden. Die Durchflussrate durch die Zelle wird durch den hydro-
statischen Druck bestimmt, welcher durch die Höhendifferenz ∆h zwischen den
Behältern und der Flüssigkeitszelle eingestellt wird. Die Magnetventile (V1, V2
und V3) lassen sich über ein im AFM eingebundenes Programm steuern (nach
[86]).
individuell programmiertes Ätzprotokoll durchgeführt werden kann. NanoScript™
Routinen ermöglichen verschiedene automatisierte Ätzprotokolle, wie zum Beispiel
das Wechseln zwischen verschiedenen Ätzlösungen und das anschließende Spülen
der Flüssigkeitszelle mit Wasser. Speziﬁsche Protokolle können für verschiedene
Proben entwickelt werden. Dieses Konzept ermöglicht zwei verschiedene Ätzmetho-
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den. Zum einen das Wechseln zwischen der Ätzlösung und dem Messmedium (z.B.
Wasser oder andere Lösungen), um Rückstände und Partikel von der Probenober-
ﬂäche nach jedem Ätzschritt zu entfernen. Zum anderen ist das gleichzeitige Ätzen
und Abbilden im verwendeten Ätzmedium, das für den AFM-Laser optisch trans-
parent ist, möglich. Mit Hilfe eines konstanten Durchﬂusses der Ätzlösung durch
die Flüssigkeitszelle können ebenfalls Rückstände und Partikel von der Oberﬂäche
abgetragen werden.
Driftkorrektur
Für die Nanotomographie ist es sehr wichtig denselben Bereich nach dem Abtragen
der Oberﬂäche abzubilden. Obwohl Nachbearbeitungsmethoden [95, 97, 98] die
Verschiebung zwischen aufeinander folgenden Bildern korrigieren können, ist ein
besserer Ansatz, diese schon während der Messung zu vermeiden beziehungsweise zu
minimieren. Anschließend können Bildverarbeitungstechniken angewendet werden,
um verbleibende Versätze und Verzerrungen zu beheben. In diesem Experiment
wurde ein Algorithmus angewendet, der hilft dieselbe Stelle auf der Probeno-
berﬂäche beizubehalten. Die Grundidee des Algorithmus ist die Berechnung der
Kreuzkorrelationskoeﬃzienten zwischen zwei nacheinander folgenden Bildern [98]
und das Setzen eines Oﬀsets entsprechend dem Maximum der Kreuzkorrelations-
koeﬃzienten. Ein Bild wird dabei als Referenz betrachtet und mit einem zweiten
Bild verglichen. Beide Bilder könnten durch die beschriebene Drift zueinander
verschoben sein. Um die Korrektur der Drift zu erleichtern, wird im Referenzbild
ein markantes Merkmal ausgewählt. Die Größe und Position des Referenzgebietes
und des Suchgebietes im zweiten Bild kann vom Anwender individuell festgelegt
werden. Dabei ist die benötigte Rechenzeit zu berücksichtigen, denn je größer das
Referenzgebiet und Suchgebiet ist, um so mehr Zeit wird für die Berechnung der
Kreuzkorrelationskoeﬃzienten benötigt [99]. Für den Start des automatisierten
Abbildens ist es erforderlich zwei Bilder mit dem AFM aufzunehmen. Der Oﬀset
zwischen den zwei Bildern wird berechnet und durch ein Programm korrigiert. Die
neu entstehende Drift kann durch kontinuierlich wiederholtes Erfassen von Bildern
und Berechnungen des Oﬀsets kompensiert werden. Der Driftkorrekturalgorithmus
bietet die Möglichkeit, entweder ein festes Referenzbild zu verwenden oder dieses
während der Messung zu variieren. Im ersten Fall werden alle erfassten Bilder
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mit demselben Bild korreliert. Dieser Ansatz kann aber nur erfolgreich sein, wenn
sich die Probenoberﬂäche während des Ätzens nicht sehr stark ändert. Es muss
noch ähnliche Merkmale innerhalb des Such- und Referenzkastens geben, sonst
resultiert die Kreuzkorrelation in irgendeine zufällige Verschiebung. Im Allgemei-
nen wird hier die Probenoberﬂäche schrittweise abgetragen und folglich ändert
sich mit der Zeit die Struktur der Probenoberﬂäche. Darüber hinaus hängt der
Erfolg der Driftkorrektur entscheidend von der Bildqualität ab. Wenn sich die
Abbildungsbedingungen drastisch ändern oder die Referenz nicht mehr das zuvor
gewählte charakteristische Merkmal beinhaltet, scheitert die Methode. Da während
der Messung nur geringe Drift auftretten sollte, werden Korrekturwerte verworfen,
die größer als die Hälfte der Kantenlänge der zu untersuchenden Fläche sind. Der
Driftausgleich wurde in C++ implementiert und in eine dynamische Bibliothek
konvertiert, die mit dem AFM Programm Nanoscope ausführbar ist.
Abbilden in Flüssigkeit
Die Möglichkeit Oberﬂächen in Flüssigkeiten abzubilden, machte das AFM zu
einem attraktiven Gerät für das Studium von ﬂüssig-fest-Grenzﬂächenphänomenen
und die Beobachtung von Prozessen in deren natürlichen, biologischen Umgebun-
gen. TM-AFM in Flüssigkeit [100, 101] unterscheidet sich in den für eine gute
Abbildung notwendigen Abbildungsbedingungen von TM-AFM-Aufnahmen an
Luft. Der strukturelle Aufbau der Flüssigkeitszelle, sowie die mechanische Kopplung
der Zelle mit dem Cantilever und dem Ätzaufbau machen eine Identiﬁzierung des
Resonanzschwingungsspektrums des Cantilevers schwierig. In den Experimenten
zeigte sich, dass sich bei der Grundmode des Cantilevers (≈ 9 kHz) kein geeigneter
Phasenkontrast ergab, im Gegensatz zur höheren Eigenmode bei einer Frequenz
von ≈ 113 kHz [89]. Diese Frequenz des Cantilevers macht ein Abbilden im repul-
siven Regime bei stabilen Schwingungsbedingungen möglich. Für die Messungen
in Flüssigkeit wurden dreieckig gestaltete Si3N4 Cantilever (Typ DNP-S der Firma
NanoWorld, Material: Siliziumnitrid, Maße des Cantilevers: Breite W = 25 µm,
Länge L = 115 µm, Dicke D = 0,4 - 0,7 µm, Federkonstante k ≈ 0,58 N/m)
verwendet, die je zwei Spitzen auf jeder Seite des Cantileversubstrates aufweisen.
Der nicht benötigte Cantilever, der sich auf derselben Seite beﬁndet, wurde vor
der Messung entfernt, um ein Berühren der Probe mit dieser Spitze zu vermeiden.
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Cantilever mit erheblich höherer oder niedrigerer Federkonstante stellten sich als
nicht verwendbar für die speziellen Anwendungen heraus. Wegen des reduzierten
Q-Faktors (Q ≈ 30) im Vergleich zu Luft (Q ≈ 260) ist der Phasenkontrast in
Flüssigkeit viel geringer. Die beste Bildqualität in Wasser konnte bei einer freien
Amplitude des Cantilevers von A0 = 30 bis 40 nm und einem Amplitudensetpoint
von A/A0 ≈ 0.6 erreicht werden. In den meisten Fällen ist die Anzahl der einzelnen
Schichten der abgebildeten Knochenprobe durch ein Verschlechtern der Bildquali-
tät der Phasenbilder limitiert. Dieser Eﬀekt kann auf Kontamination der Spitze
zurückzuführen sein, durch z.B. Partikel oder Verunreinigungen, die während des
Ätzprozesses entstanden sind.
Nachbearbeitung
Nach der Datenerfassung wurde die aufgenommene Bilderserie nachbearbeitet
(siehe Kapitel 3.3.1) und zu einem Volumenbild rekonstruiert, wie auch bereits in
vorhergegangen Arbeiten [71, 95] demonstriert. Die Nachbearbeitung schließt dabei
das Flatten, die Kontrastanpassung, die nichtlineare Registrierung und letztendlich
die Visualisierung mit Amira® (Mercury™, Computer Systems Inc., Mountain
View, USA) ein.
In situ - Ätzprotokoll für die automatisierte Nanotomographie
Als Ätzlösung für die Knochenproben wurde eine 0,1 M Salzsäure(HCl)-Lösung
verwendet. Während des Abtragprozesses wurden innerhalb von 30 Sekunden
dünne Schichten von ≈ 80 nm Dicke von der Probenoberﬂäche entfernt. Die Flüs-
sigkeitszelle wird dazu mit der Ätzlösung gespült. Zum Stoppen des Ätzvorganges
wurde die Zelle mit Wasser gespült, wobei eine hohe Durchﬂussrate des Wassers
(ungefähr 10 ml/min) verwendet wurde, um Rückstände auf der Oberﬂäche zu
entfernen. Anschließend erfolgte der Wechsel zu niedrigeren Durchﬂussraten (un-
gefähr 1 ml/min), um ein Diﬀundieren der Ätzlösung in die Zelle während der
Messung zu verhindern. Die Ätzrate wurde ähnlich wie in Referenz [12] beschrieben
bestimmt. Die zuvor in PMMA eingebetteten Knochenproben wurden mit dem
Minitom in zwei Hälften geschnitten. Anschließend wurden diese unter ständiger
Wasserzufuhr geschliﬀen und poliert. Eine der beiden Hälften wurde mit einer
Goldschicht bedampft. Um die Probenoberﬂäche zu stabilisieren und zu verhindern,
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dass die Säure die inerte Goldschicht während des Ätzens ablöst, wurde die zweite
Knochenhälfte auf die Goldschicht gegengeklebt. Die Goldschicht fungiert also als
inerte Höhenreferenz während des Ätzprozesses. Für die Bestimmung der Ätzrate
wurde die Probe ex situ mit einer 0,1 M HCl-Lösung für 30 s geätzt und anschlie-
ßend mit destilliertem Wasser gespült [102, 103]. Nach dem Trocknen wurde die
Probe wieder in das AFM eingebaut und die Schichtdicke durch das Abrastern der
entstandenen Stufe ermittelt. Die auf diesem Weg bestimmte Abtragrate beträgt
80 nm pro Ätzschritt beim Ätzen mit einer 0,1 M HCl-Lösung für 30 Sekunden
[103].
Aufrechterhaltung der Bildposition durch den Driftkorrelationsalgorithmus
Ziel dieser Studie war die Rekonstruktion eines Volumenbildes vom menschlichen
Knochen mit der automatisierten Nanotomographie (siehe Kapitel 3.3). Für die-
sen Zweck wurde die gleiche Stelle auf der Oberﬂäche während der gesamten
Nanotomographiemessung unter Verwendung eines Driftkorrelationsalgorithmus
untersucht [86]. Die Position der 40 × 40 Pixel großen Fläche wurde aufgrund der
beinhaltenden Details und des guten Kontrasts gewählt. Ein 2 × 2 µm2 großer
Bereich der Probenoberﬂäche wurde für 67 Minuten bei einer Abtastrate von 2 Hz
und einer Auﬂösung von 256 × 256 Pixeln abgebildet. Die Spitze wurde vor jedem
Ätzschritt zurückgezogen und danach wieder angenähert, woraus eine zusätzliche
Verschiebung resultiert. Weil sich die Oberﬂäche durch den Ätzprozesses verändert,
wurde das Referenzbild variabel gewählt (siehe Abschnitt 3.4). Der Kreuzkorrelati-
onskoeﬃzient wurde aus den Phasenbildern berechnet [86]. Durch den Ätzprozess
kommt es zu Änderungen in der Struktur der Probenoberﬂäche. Die zeitliche
Entwicklung der Verschiebungen (hier nicht gezeigt) ist unregelmäßig, ähnlich
wie in Referenz [104]. Es soll an dieser Stelle hervorgehoben werden, dass die
endgültige Verschiebung, welche 2,109 µm in x- und 4,992 µm in y- Richtung nach
19 Aufnahmen erreichte, den Messbereich mehrmals überschritt und erfolgreich
durch die Driftkorrektur behoben wurde. Das zeigt, dass der Algorithmus sehr
gut bei Strukturveränderungen arbeitet. Darüber hinaus kann die Driftkorrek-
tur erfolgreich beim Abbilden von dynamischen Prozessen, wie zum Beispiel der
Mikrodynamik von Blockcopolymeren [105, 106] oder während der Beobachtung
des Kristallwachstums von semikristallinen Polypropylen (PP) [107–109] genutzt
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werden. Solange sich auf der Oberﬂäche im Bildausschnitt des Referenzgebietes
genügend charakteristische Details beﬁnden, arbeitet die Driftkorrektur erfolgreich.
Rekonstruktion eines Volumenbildes unter Verwendung der Ätzapparatur
Abbildung 3.4 zeigt ein Volumenbild (256 × 256 × 19 Voxel) vom menschlichen
Knochen, welches durch das automatisierte in situ Ätzen und Abbilden erhalten
wurde. TM-AFM-Höhen- und Phasenbilder wurden mit der linearen und nichtli-
nearen Registrierung, wie in Kapitel 3.3.1 beschrieben, nachbearbeitet. Für jede
Schicht wurde der Phasenwert der entsprechenden Höhenkarte des abgebildeten
Gebiets zugeordnet, die dann zu einer Reihe gekrümmter Karten führen (Abb. 3.1).
Das Volumenbild wurde aus diesem Stapel gekrümmter Karten, die im Abstand
korrespondierend zur durchschnittlichen Ätzrate übereinander gelegt wurden, re-
konstruiert. Durch einen Schwellwert werden die hellen Bereiche mit einem hohem
Phasensignal von den dunklen Bereichen mit niedrigem Phasensignal getrennt. Die
letztgenannten Bereiche sind im Volumenbild transparent dargestellt.
Die Bildgröße wurde aufgrund der während der Messung abnehmenden Bildquali-
tät auf 19 Schichten beschränkt. Mögliche Gründe für die abnehmende Bildqualität
können Rückstände auf der Probenoberﬂäche oder Verschmutzungen der AFM-
Spitze sein. Folglich konnte aufgrund der abnehmenden Bildqualität eine Zuordnung
der Knochenstrukturen auf der Nanometerskala nicht erfolgen. Die benötigte Er-
fassungszeit für das hier gezeigte Volumenbild betrug eine Stunde, was zehn bis
hundert mal schneller ist, als vergleichbare Messungen von Volumenbildern, die
durch die nichtautomatisierte Nanotomographie aufgenommen wurden.
Das aus den AFM-Daten rekonstruierte Volumenbild wies zu diesem Zeitpunkt ei-
ne ungenügende Bildqualität auf, wodurch eine Interpretation der Knochenstruktur
nicht möglich war. Mit dieser Arbeit konnte jedoch das Konzept der automati-









Abbildung 3.4.: Dreidimensionale Isofläche eines Volumenbildes (256 × 256
× 19 Voxel) vom menschlichen Knochen. Das Bild wurde innerhalb einer Stun-
de mit der automatisierten Nanotomographie aufgenommen und besteht aus
19 Schichten. Das Phasensignal wurde auf Werte von 0 bis 1 normiert. Der
Schwellwert der Isoflächen wurde auf 0.62 gesetzt (siehe Farbskala) (aus [86]).
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4.1. Struktureller Aufbau der Zähne
Im Vergleich zur hierarchischen Struktur des Knochens weist der Zahn eine einfa-
chere Mikrostruktur auf. So unterschiedlich die Zähne im menschlichen Gebiss auch
aussehen, so ähnlich ist doch deren Aufbau. Jeder Zahn besteht im Wesentlichen
(von außen nach innen) aus drei Schichten: dem Zahnschmelz (griech. Enamelum)
beziehungsweise im unteren Bereich Zahnzement, dem Zahnbein (Dentin) und
dem Zahnmark (lat. Pulpa) [110, 111]. Abbildung 4.1 zeigt die zuvor benannten
Komponenten des Zahnes. Im Folgenden werden die einzelnen Bestandteile der





Abbildung 4.1.: Struktureller Aufbau des Zahnes (aus [112]).
4.1.1. Zahnschmelz
Der Zahnschmelz bildet den äußeren sehr stabilen Überzug des Zahnes. Er ist die
härteste Substanz im menschlichen Körper [112]. Zahnschmelz besteht aus einer







Abbildung 4.2.: (a) optische Mikroskopieaufnahme eines menschlichen Zahnes;
Vergrößerung: 10fach. Die Schnittebene verläuft senkrecht zur Zahnlängsachse
in Höhe der Pulpa. (b) schematische Darstellung der Ausrichtung innerhalb der
Schmelzprismen. Im Zentrum der Prismen verlaufen die Kristalle parallel zur Pris-
menlängsachse (aus [112]) und (c) schematische Darstellung eines Apatitkristalls
(aus [112]).
(2 - 5%). Abbildung 4.2 (a) zeigt eine optische Aufnahme, in der die Struktur der
Schmelzprismen zu erkennen ist.
Die Prismen sind 3 - 6 µm dick und verlaufen nahezu senkrecht zur Längsachse
des Zahnes [22, 24]. Der Bereich zwischen zwei benachbarten Prismen wird als
interprismatischer Raum bezeichnet [113] (Abb. 4.2 (b), grauer Bereich). Schmelz-
prismen bestehen aus Apatitkristallen, die sich von der Schmelz-Dentin-Grenze
bis fast zur Schmelzoberﬂäche erstrecken (Abb. 4.2 (b)) [112]. Die Kristalle im
Kern der Prismen sind dabei mit ihrer Längsachse parallel zur Längsachse des
entsprechenden Prismas ausgerichtet. Die Apatitkristalle des Schmelzes weisen
eine hexagonale Kristallstruktur auf (Abb. 4.2 (c)). Diese sind durchschnittlich
160 nm lang, 40 - 70 nm breit und 26 nm dick [112]. Die Form und Größe der
Schmelzkristalle kann je nach Alter des Schmelzes variieren. Die Kristalle besit-
zen eine Hydrationsschale und sind von Lipiden und Proteinen umgeben. Der
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Zahnschmelz ist eine leblose Substanz, wird nicht durchblutet und ist daher nicht
schmerzempﬁndlich. Als Schutzschicht ist der Zahnschmelz widerstandsfähig gegen
mechanische Belastungen, hohe und niedrige Temperaturen sowie andere äußere
Einwirkungen.
4.1.2. Zahnbein
Das Zahnbein ist das innere Gerüst des Zahnes. Es macht den größten Anteil des
Zahnes aus und bestimmt die äußere Form. Zahnbein ist weicher als der Zahn-
schmelz, aber härter als Knochen. Es besteht zu 70% aus anorganischem Apatit,
zu 20% aus organischen Bestandteilen (Kollagen und kollagenartige Verbindun-
gen) und zu 10% aus Wasser [112]. Es wurden detaillierte Untersuchungen des
Zahnbeins mittels einer Kombination von hochauﬂösenden abbildenden Techniken
durchgeführt [114]. Es zeigte sich, dass das Zahnbein ein Werkstoﬀ ist, bei dem sich
gewisse Eigenschaften (z. B. von der Oberﬂäche nach innen) mehr oder weniger
kontinuierlich ändern. Im Zahnbein nehmen E-Modul und Härte vom Zahnschmelz
zur Wurzel hin stetig zu. Dadurch entsteht ein Minimum des E-Moduls direkt
an der Grenze zwischen Zahnbein und Zahnschmelz, wodurch die Ausbreitung
von Rissen verhindert wird. Zahnbein ist weniger widerstandsfähig gegen Säuren
als Zahnschmelz. Das liegt an dem höheren Proteinanteil im Zahnbein. Proteine
werden bei einem niedrigen pH-Wert, der durch die in der Nahrung und Getränken
enthaltenen Säuren hervorgerufen wird, denaturiert. Daher kann Karies schneller
entstehen, wenn das Zahnbein freiliegt. Zahnbein ist keine homogene Substanz,
sondern ist von feinen Kanälen (Dentintubuli) durchzogen [64], durch die dünne
Nervenfasern verlaufen. Es ﬁnden sich dort auch spezielle Zellfortsätze aus dem
Zahnmark, die dem Aufbau des Zahnbeins dienen.
4.1.3. Zahnmark
Im Inneren des Zahnes beﬁndet sich das Zahnmark in einem Hohlvolumen des
Zahnbeins, das im Laufe der Lebensjahre enger wird. Das Zahnmark beinhaltet




4.2.1. Zahnproben für die De- und Remineralisierung
Die menschlichen Schneidezähne wurden von der Zahnarztpraxis J. Messerschmidt
(Halle/Saale) zur Verfügung gestellt. Es handelt sich um kariesfreie gesunde Zähne
von weiblichen Patienten im Alter zwischen 50 - 60 Jahren. Die verwendeten
Schneidezähne wurden den Patienten entnommen, gereinigt (mechanisch und im
Autoklaven) und im Anschluss in eine Chloramin T-Lösung (Carl Roth GmbH &
Co. KG, Karlsruhe) gegeben. Die Lagerung in Chloramin T hat den Vorteil der
längeren sterilen Haltbarkeit in einem mundähnlichen Milieu. Vor dem Einbetten in
Technovit 3040 (Heraeus Kulzer GmbH, Wehrheim) wurden die Zähne oberﬂächlich
in absoluten Ethanol (5 Minuten) getrocknet. Nach dem Aushärten des Kunststoﬀes
(2 Stunden bei Raumtemperatur) wurden die Zähne parallel zur Zahnlängsachse
mit einem Minitom geschnitten und anschließend manuell geschliﬀen und poliert.
4.2.2. Zahnproben für die automatisierte Nanotomographie
Die menschlichen Zahnproben wurden von der Klinik für Zahnerhaltung der
Universitätsklinik Homburg (Saar) zur Verfügung gestellt. Es handelt sich dabei
um kariesfreie extrahierte Mahlzähne. Die Zahnproben wurden zunächst gereinigt
und im Anschluss die Zahnwurzeln entfernt. Die abgetrennte Zahnkrone wurde in
eine Form gegeben und mit einem Zweikomponentengießharz (Araldit™, Carl Roth
GmbH & Co. KG, Karlsruhe) eingebettet. Dabei muss darauf geachtet werden,
dass keine Lufteinschlüsse im Kunststoﬀ verbleiben, da diese die Stabilität des
eingebetteten Zahnes erheblich beeinträchtigen können. Abbildung 4.3 zeigt das
Verfahren zur Einbettung einer Zahnkrone. Aus einer Einwegspritze wurden der
Kolben und der Verbindungskonus an der Spitze entfernt. Das an der Spitze
entstandene Loch wurde mit einer Folie abgedeckt. Dann wurde die Zahnkrone mit
der gewünschten Orientierung in die Spritze gelegt und mit Araldit™ übergossen
(Abb. 4.3 (a)). Nach dem Aushärten der Probe (48 Stunden bei 60°C) wurden die
eingebetteten Zahnproben senkrecht zur Zahnlängsachse mit einem Minitom (siehe
Kapitel 3.1.1) in Scheiben geschnitten (Abb. 4.3 (b)) und anschließend manuell
geschliﬀen und poliert.
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a) b)
Abbildung 4.3.: Schematischer Aufbau bei der Einbettung einer Zahnkrone in
Araldit™ (nach [115]). Abbildung (a) zeigt die Einbettung des Zahnes in einer
Einwegspritze die mittels ParaFilm™ Folie (rot) abgedeckt wurde. In (b) ist der
eingebettete Zahn dargestellt, der anschließend senkrecht zur Zahnlängsachse
geschnitten wurde. Die Zahnscheiben wurden im Anschluss geschliffen und
poliert.
4.3. Ätzprotokolle und Ätzratenbestimmung
4.3.1. De- und Remineralisation an Zähnen
Bei den humanen Zahnproben wurde als Ätzlösung 20 ml handelsübliche Coca-
Cola™ für 30 Sekunden verwendet. Anschließend wurde zum Beenden des Ätz-
prozesses wiederum mit Wasser gespült. Für die Remineralisierung der humanen
Zahnproben wurden GC Tooth Mousse™ (GC, Tokio, Japan) verwendet. GC
Tooth Mousse™ ist eine wasserbasierende, zuckerfreie Crème basierend auf einen
CPP-ACP (Casein-Phospho-Peptid - Amorphes Calciumphosphat)-Komplex. Da-
bei wurde zunächst 3 mg Tooth Mousse™ auf die Zahnoberﬂäche aufgebracht und
mit nativen Speichel bedeckt. Die Remineralisationszeit betrug jeweils 10 Minuten
pro Schritt. Anschließend wurde die Suspension aus Tooth Mousse™ und Speichel
mit destilliertem Wasser abgespült und die Zahnscheibe mit Druckluft getrocknet.
4.3.2. In situ - Ätzprotokoll für die Nanotomographie an
Zähnen
Bei den humanen Zahnproben wurde als Ätzlösung eine 1 M Phosphorsäure
(H3PO4)-Lösung verwendet. Die Ätzzeit betrug 5 Sekunden pro Schicht. Zum
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Beenden des Ätzprozesses wurde die Flüssigkeitszelle mit Wasser gespült. Zum
Entfernen von Rückständen auf der Oberﬂäche wurde eine höhere Durchﬂussrate
Wasser (ungefähr 10 ml/min) durch die Zelle gespült. Anschließend erfolgte wie auch
bei den Messungen der Knochenproben der Wechsel zu niedrigeren Durchﬂussraten
(ungefähr 1 ml/min), um ein Diﬀundieren der Ätzlösung in die Zelle während der
Messung zu verhindern.
4.3.3. Ätzratenbestimmung für die automatisierte
Nanotomographie an Zähnen
Zur Bestimmung der Ätzrate bei Zahnproben wurden diese zunächst mit einer
200 nm dicken Goldschicht bedampft. Da die Goldschicht nicht von der Ätzlösung
angegriﬀen wird, kann diese als Höhenreferenz dienen [12]. Für die Bestimmung
der Ätzrate wurde die Probe ex situ mit einer 1 M H3PO4 für 5 Sekunden geätzt
und anschließend mit destilliertem Wasser gespült. Nach dem Trocknen wurde die
Probe wieder in das AFM (Dimension 3100, Veeco) eingebaut und die Schichtdicke
durch das Abtasten der entstandenen Stufe ermittelt. Die Ergebnisse der Methode
sind in Referenz [115] beschrieben. Mit der verwendeten Ätzlösung von 1 M H3PO4
wurde demnach eine Ätzrate von ≈ 1 µm pro Ätzschritt erzielt [115].
4.4. Abbilden der Mikrostruktur
Die Anwendung von erprobten elektronen- und rasterkraftmikroskopischen Techni-
ken ermöglicht das Abbilden der verschiedenen Strukturebenen des Zahnes. An
dieser Stelle werden einige signiﬁkante Beispiele zur Strukturmorphologie, die
mittels mikroskopischer Techniken (optische Mikroskopie, AFM, REM) abgebildet
wurden, gezeigt und diskutiert.
Optische Mikroskopie
Abbildung 4.4 zeigt eine optische Mikroskopieaufnahme einer polierten Zahnober-
ﬂäche. In der Abbildung lassen sich die einzelnen Komponenten der Zahnstruktur
auf der makroskopischen Skala zuordnen.
Der obere rechte Rand stellt in diesem Fall das verwendete Einbettmittel dar. Die
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Abbildung 4.4.: Optische Mikroskopieaufnahme einer polierten Zahnprobe;
Vergrößerung: 20fach.
daran angrenzende Schicht ist der Zahnschmelz (Abb. 4.4). Die gelbe rechteckige
Markierung in Abbildung 4.4 zeigt die Schmelzprismen, die von der Zahnschmelz-
Zahnbein-Grenze bis fast zur Schmelzoberﬂäche erstrecken. Ebenso erkennbar ist
die Grenze zwischen Zahnschmelz und Zahnbein (Abb. 4.4, gelbe Pfeile).
Zahnbein
Abbildung 4.5 zeigt ein TM-AFM-Höhenbild vom menschlichen Zahnbein nach
8-minütigem Ätzen mit Coca-Cola™ (CocaCola Erfrischungsgetränke AG, Berlin,
Hohenschönhausen). Nach dem Ätzen ist eine löchrige Struktur erkennbar, die
auch in der Literatur [12, 21, 64, 116, 117] oft beschrieben und diskutiert wird.
Diese Löcher stellen die feinen durchgehenden Nervenkanäle im Zahnbein dar [64].
Kollagenﬁbrillen können auf dieser Längenskala nicht beobachtet werden.
Zahnschmelz
Abbildung 4.6 (a) zeigt ein TM-AFM-Höhenbild der Mikrostruktur des mensch-
lichen Zahnschmelzes, der mit einer 1 M H3PO4-Lösung geätzt wurde. Cui et al.






Abbildung 4.5.: TM-AFM-Höhenbild vom Zahnbein nach 8-minütigem Ätzen
mit Coca-Cola™. Die hellen Streifen sind Artefakte vom Flatten.
und Nanometerskala untersucht. Abbildung 4.6 (b) zeigt eine REM-Aufnahme
einer für 3 Minuten mit Zitronensäure (pH 3,8) geätzten Zahnprobe (aus [24]).
Der Vergleich der beiden Abbildungen zeigt die typische Struktur der Prisma- und
interprismatischen Phase des Zahnschmelzes nach dem Ätzen [24, 112, 115]. Der
Querschnitt der Prisma-/interprismatischen Phase beträgt 6 - 8 µm. Die beiden








Abbildung 4.6.: (a) TM-AFM-Höhenbild von Zahnschmelz, geätzt mit einer
1 M H3PO4-Lösung (diese Arbeit), (b) REM-Aufnahme einer Zahnprobe nach
3-minütigem Ätzen mit Zitronensäure (aus [24], (IP = interprismatische Phase;
P = Prismaphase).
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den. Innerhalb der Phasen besitzen die Kristallite eine parallele Ausrichtung. Die
Orientierung der Kristallite zwischen den beiden Phasen ist annähernd senkrecht.
Abbildung 4.7 (a) zeigt eine hochaufgelöste REM-Aufnahme der dünnen und
langen Kristallite des Zahnschmelzes. Diese stehen in zwei benachbarten Bereichen
ungefähr senkrecht zueinander. Abbildung 4.7 (b) stellt eine Vergrößerung des
markierten Bereiches aus Abb. 4.7 (a) dar. Der typische Durchmesser der Kris-
tallite beträgt etwa 50 nm. Die langen Kristalle innerhalb der mikroskopischen
Domänen verlaufen nahezu parallel zueinander. Einzelne Kristallite aggregieren
in Längsrichtung miteinander zu dickeren Fasern mit einem Durchmesser von
80 bis 130 nm [24]. Die hier abgebildeten Zahnstrukturen wurden mit Hilfe von




Abbildung 4.7.: (a) REM Aufnahme einer mit einer 0,15 M H3PO4-Lösung
geätzten Zahnprobe (aus [115]). (b) vergrößerte Darstellung einzelner Kristallite
aus (a) (weiß markierter Bereich). Die einzelnen Kristallite des Zahnschmelzes






Abbildung 4.8.: Optische Mikroskopieaufnahme einer Zahnprobe. Der Kratzer
dient zur Orientierung und zum leichteren Einstellen der gleichen Messstelle
nach dem Ätzen.
4.5. De- und Remineralisation1
Wie bereits im Kapitel 4.1.1 beschrieben, besteht der Zahnschmelz zu 95 bis 98%
aus Apatit, wohingegen das Zahnbein nur zu 70% aus Apatit und zu 20% aus
organischen Bestandteilen (Kollagen und kollagenartige Verbindungen) aufgebaut
ist [112]. Für den Verlust der Mineralsubstanz aus dem Zahnschmelz und Zahnbein
sind verschiedene Prozesse in der Mundhöhle verantwortlich [119, 120]. Zum einen
das Herauslösen der Mineralsubstanz durch kariogene Bakterien und zum anderen
der Verlust der Minerale an der Oberﬂäche aufgrund säurehaltiger Speisen und
Getränke. Beide Prozesse bewirken einen Mineralabbau aufgrund von Säureeinwir-
kungen auf die Zahnoberﬂäche. Im ersten Fall produzieren Bakterien Säuren, die
lokal zur Demineralisierung führen. Im zweiten Fall können die in Speisen (z.B.
Obst) und Getränken (z.B. Apfelsaft, Coca-Cola™ oder Eistee) enthaltenen Säuren
mit beinahe der gesamten im Mund exponierten Zahnoberﬂäche reagieren. Ein
weiterer Faktor der zum Mineralabbau führen kann, ist der Abrieb beim Kauen
oder Zähneputzen.
1Die Arbeiten zu diesem Kapitel sind in Zusammenarbeit mit Bob-Dan Lechner von der Martin-
Luther-Universität Halle-Wittenberg entstanden. Die einzelnen Personen haben dabei folgende
Beiträge geleistet: Bob-Dan Lechner hat zusammen mit mir die Messungen an den mensch-
lichen Schneidezähnen durchgeführt. Die Schneidezähne wurden von Jens Messerschmidt
(Zahnarztpraxix, Halle/Saale) zur Verfügung gestellt. Die Zahnproben wurden von Frau Vetter
(Universitätsklinik Halle) eingebettet und gemeinsam von Bob-Dan Lechner und mir für die
AFM-Untersuchungen präpariert. Die Daten wurden gemeinsam von Bob-Dan Lechner und
mir ausgewertet.
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Im Folgenden soll der Einﬂuss von Coca-Cola™ an der Grenzﬂäche von Zahn-
schmelz zu Zahnbein untersucht und die erhaltenen Ergebnisse diskutiert werden.
Dazu wurden, wie in Kapitel 4.2.1 beschrieben, die Zahnproben eingebettet, ge-
schnitten, manuell geschliﬀen und poliert. Als nächstes wurde mit der scharfen
Spitze einer Kanüle die Probenoberﬂäche mit einem Kratzer versehen (Abb. 4.8),
um die Position nach jedem Ätzschritt wiederzuﬁnden. Für die Demineralisierung
wurde Coca-Cola™ verwendet.
Abbildung 4.9 zeigt AFM-Höhenbilder nach dem ex situ Ätzen mittels Coca-
Cola™. Die nummerierten weißen Pfeile markieren jeweils dieselbe Stelle in den
TM-AFM-Aufnahmen vor und nach den jeweiligen Ätzschritten. Vor und nach den
ersten drei Ätzschritten sind noch Schleif- und Polierspuren in den Höhenbildern
zu erkennen (Abb. 4.9, gelbe Pfeile). Zudem sind vereinzelt helle Bereiche (Partikel
auf der Oberﬂäche) in den Höhenbildern erkennbar, die auf Verunreinigungen
der Probe zurückzuführen sein könnten. Die Strukturen beider Bereiche treten
nach jedem Ätzschritt immer mehr hervor (Abb. 4.9, gelbe ovale Markierung
in (a) und (i)) und die Rauigkeit der Probe nimmt zu. Auch die Grenzﬂäche
zwischen dem Zahnschmelz und dem Zahnbein kann mit fortschreitendem Ätzen
besser abgegrenzt werden (Abb. 4.9, gelb gestrichelte Linie). Jedoch sind hier die
unterschiedlichen Schmelzbereiche in den AFM-Aufnahmen nicht erkennbar, da
die Schnittrichtung längs zu den Schmelzprismen verläuft (siehe Kapitel 4.2.1).
Es lässt sich auch erkennen, dass der Bereich des Zahnbeins stärker angegriﬀen
scheint, als der des Zahnschmelzes (Abb. 4.9 (i)).
Im Gegensatz zur Demineralisierung beschreibt der Prozess der Remineralisation
das Einbringen verloren gegangener Mineralsubstanz [119, 120]. Für die Reminera-
lisation wurde GC Tooth Mousse™ für je 10 Minuten in Kombination mit nativem
Speichel auf die Zahnoberﬂäche aufgebracht (siehe Kapitel 4.3.1). Abbildung 4.10
zeigt TM-AFM-Höhenbilder nach jedem einzelnen Remineralisationsschritt. Die
nummerierten weißen Pfeile markieren auch hier jeweils dieselbe Stelle vor und
nach den jeweiligen Remineralisationsschritten. Bereits nach 20 Minuten sind auf
der Zahnoberﬂäche vereinzelt kleine Partikel zu erkennen (Abb. 4.10 (b), gelbe
Pfeile). Im Laufe weiterer Remineralisationsschritte lagern sich mehr Partikel an.
Die Anlagerung ﬁndet nicht nur auf den ebenen Flächen, sondern auch in den
tiefen Bereichen (Abb. 4.10, gelb markierter Bereich in (a), (d), (e) und (g)) statt.
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Abbildung 4.9.: TM-AFM-Höhenbilder des menschlichen Zahnes nach dem
Ätzen für je 30 s mit Coca-Cola™ und anschließendem Spülen mit Wasser ((a)
ungeätzter Zustand, (b) 30 s, (c) 60 s, (d) 90 s, (e) 120 s, (f) 150 s, (g) 180 s, (h)
210 s und (i) 240 s). In (a) sind die beiden Bereiche des Zahnes gekennzeichnet
(oben: Zahnschmelz, unten: Zahnbein). Die verwendeten Markierungen sind im
Text erläutert. Auf die Bilder wurde ein Flatten erster Ordnung angewendet.
nach jedem Remineralisationsschritt aufgefüllt werden (Abb. 4.10, Vgl. (a), (e)
und (g)).
Im Folgenden soll eine weitere Messreihe für die De- und Remineralisierung
gezeigt und diskutiert werden. Es handelt sich dabei nicht um dieselbe Zahnprobe,
die für die erste Ätzserie verwendet wurde.
Abbildung 4.11 zeigt AFM-Höhenbilder vor und nach dem Ätzen mit dem
Erfrischungsgetränk Coca-Cola™. Der Bereich A stellt den Zahnschmelz und
der Bereich B das Zahnbein dar. Die gelb gestrichelte Linie zeigt die Grenze
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Abbildung 4.10.: TM-AFM-Höhenbilder des menschlichen Zahnes nach jeweils
10 min Remineralisieren mit GC Tooth Mousse™ und Speichel an der Grenzfläche
zwischen Zahnbein und Zahnschmelz ((a) 10 min, (b) 20 min, (c) 30 min, (d) 40
min, (e) 50 min, (f) 60 min und (g) 70 min). Die verwendeten Markierungen sind













Abbildung 4.11.: TM-AFM-Höhenbilder des menschlichen Zahnes (a) ungeätzt,
nach (b) 60 s, (c) 180 s, (d) 240 s, (e) 300 s und (f) 1500 s Ätzen mit Coca-
Cola™ und anschließendem Spülen mit Wasser. In (a) sind die beiden Bereiche
des Zahnes gekennzeichnet (A: Zahnschmelz, B: Zahnbein). Die verwendeten




zwischen beiden Bereichen an. Zudem können auf der Probenoberﬂäche einzelne
Partikel beobachtet werden, die wiederum auf Verunreinigungen zurückzuführen
sein könnten. Diese verbleiben nach jedem Ätzschritt sowie Spülvorgang auf der
Probenoberﬂäche und können somit zumWiederauﬃnden derselben Stelle nach dem
ex situ Ätzen genutzt werden (Abb. 4.11, nummerierte weiße Pfeile). Darüber hinaus
sind zunächst noch Schleifspuren in den Höhenbildern erkennbar (Abb. 4.11 (a)
und (b), gelbe Pfeile). Die beiden Bereiche A und B zeigen nach dem mechanischen
Schleifen und Polieren kaum Strukturen (4.11 (a), gelb ovale Markierung). Mit
fortschreitendem Ätzen werden Strukturen freigelegt (4.11 (b) und (c), gelb ovale
Markierung), wobei der Zahnschmelz strukturreicher erscheint. Nach weiteren
60 Sekunden Ätzen mit Coca-Cola™ zeigt sich, dass der Abtrag ungleichmäßig
stattﬁndet. Dabei ist zu beobachten, dass an der Grenze zwischen Zahnbein und












Abbildung 4.12.: TM-AFM-Höhenbilder des menschlichen Zahnes nach (a)
10 min, (b) 50 min und (c) 70 min Remineralisieren mit GC Tooth Mousse™ und
Speichel an der Grenzfläche zwischen Zahnbein und Zahnschmelz. Die verwende-
ten Markierungen sind im Text erläutert. (d) bis (f) zeigen eine Vergrößerungen
der in Abb. 4.12 (a) bis (c) blau gekennzeichneten Bereiche und (g) bis (i)
Vergrößerungen der gelb markierten Bereiche in Abb. (a) bis (c). Auf die Bilder
wurde ein Flatten 1. Ordnung angewendet.
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Abbildung (4.12) zeigt AFM-Höhenbilder nach 10 Minuten (a), 50 Minuten (b)
und 70 Minuten (c) Remineralisieren mit GC Tooth Mousse™ und anschließendem
Spülen mit Wasser. Auch hier stellen die nummerierten weißen Pfeile die Mar-
kierung derselben Stelle nach den einzelnen Remineralisierungsschritten dar. Der
zuvor strukturreiche Bereich des Zahnschmelzes (4.12 (a), blaues Rechteck) zeigt
nach 70 Minuten Remineralisieren eine Ablagerung von einzelnen Partikeln auf
der Probenoberﬂäche (4.12 (c), blaues Rechteck). Diese Partikel können auf der
gesamten Zahnoberﬂäche beider Bereiche beobachtet werden (gezeigt durch die
gelben Pfeile, sowie für den Zahnschmelzbereich Abb. 4.12 (d) bis (f) und für den
Zahnbeinbereich Abb. 4.12 (g) bis (i)). Bei den Partikelablagerungen handelt es
sich höchstwahrscheinlich um neu eingebrachte Mineralsubstanz.
Abbildung 4.13 (a) zeigt das Höhenbild nach dem zwölften Ätzschritt mit Coca-
Cola™ und (b) das Höhenbild nach dem letzten Remineralisierungsschritt mit GC
Tooth Mousse™. Dabei können, wie bereits erwähnt, nach der Anwendung von GC
Tooth Mousse™ Partikel auf beiden Bereichen auf der Zahnoberﬂäche beobachtet
werden.
Die schematische Darstellung in Abbildung 4.14 soll die verschiedenen Stadien
beider Prozesse nochmals veranschaulicht darstellen. Abbildung 4.14 (a) zeigt die
Ausgangssituation vor der Demineralisierung (Mineralabbau) und stellt in schema-
tischer Form die Mineralsubstanz (Schmelzkristalle) und Prismen im Zahnschmelz
dar. Im Schemabild erkennt man zwei Schmelzprismen, die aus den Schmelzkristal-
len (C) bestehen. Der Bereich zwischen zwei benachbarten Prismen stellt dabei
den interprismatischen Raum (IP) dar. Die Kristalle füllen den gesamten Raum
innerhalb der Schmelzprismen bis zur äußeren Oberﬂäche (O) aus. Abbildung
4.14 (b) stellt den Abbau der Schmelzkristalle nach der Einwirkung von Säuren
dar. In unseren Ätzexperimenten wird der Mineralabbau durch die in der Coca-
Cola™ enthaltene H3PO4 hervorgerufen [121, 122]. Coca-Cola™ enthält 17 mg
pro H3PO4 100 ml H2O [123]. Der pH-Wert der Coca-Cola™ liegt bei ungefähr 3
(vergleichbar mit Speiseessig). Durch die Einwirkung der Säure wird die Mineral-
substanz des Zahnschmelzes in einer dünnen Schicht ringsum den Zahn abgebaut.
Diese Schicht wird dabei nicht homogen abgetragen, sondern die Säure greift an
einzelnen schwachen Stellen im Zahnschmelz an [46, 119]. Beim Zahnbein ist, im
Gegensatz zum Zahnschmelz, der anorganische Anteil geringer und der organische
Bestandteile (Proteine) größer. Zusätzlich zum Abbau der Mineralsubstanz werden
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Proteine aufgrund des niedrigen pH-Wertes, der durch die Säuren hervorgerufen
wird, denaturiert. Durch diesen Eﬀekt ist das Zahnbein leichter angreifbar und wird
stärker geschädigt, als der Zahnschmelz. Abbildung 4.14 (c) stellt den beginnenden
Prozess der Remineralisierung dar. Dieser Prozess ﬁndet auf natürliche Weise
durch den Speichel statt oder kann durch Zufuhr von Milchprodukten begünstigt







Abbildung 4.13.: (a) und (b) zeigen AFM-Höhenbilder eines humanen Zahnes
gemessen an Luft im TM-AFM. (a) stellt eine AFM-Höhenaufnahme nach 1500 s
Ätzen mit Coca-Cola™ dar und (b) nach 70 min Remineralisieren mit GC Tooth
Mousse™ (A: Zahnschmelz, B: Zahnbein).
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der Menge und Verfügbarkeit von Calcium- und Phosphationen im Mundraum
ab. Des Weiteren kann die Remineralisierung mittels Tooth Mousse™ zusätzlich
neben dem natürlichen Prozess unterstützt werden [122, 124–128]. Dabei erhöht
der in Tooth Mousse™ enthaltene CPP (Casein-Phospho-Peptid) - ACP (Amor-
phes Calciumphosphat) - Komplex die verfügbaren Calcium- und Phosphationen
an der Zahnoberﬂäche. Die freien Calcium- und Phosphationen lösen sich dabei
aus dem Komplex heraus, dringen in die Schmelzprismen ein und formen dort
Apatitkristallen [124, 125]. Abbildung 4.14 (d) zeigt die vollständige Reparatur
des Zahnschmelzes nach der Remineralisation.
Erstmalig wurde der De- und Remineralisationsprozess an derselben Stelle nach
jedem Ätz- und Remineralisationsschritt mit dem AFM abgebildet. Dabei wur-
de speziell die Grenzﬂäche zwischen dem Zahnbein und Zahnschmelz untersucht
und der Ätz- und Remineralisationsprozess auf der Nanometerskala verfolgt. Die
Ätzversuche zeigten, dass mit Coca-Cola™ ein Mineralabtrag stattﬁndet. Dies
bestätigt voran gegegangende Untersuchungen [121, 122]. Es konnte festgestellt
werden, dass Coca-Cola™ sehr lange braucht, um die Zahnsubstanz sehr stark zu
schädigen. Ein weiteres Resultat zeigt die Abbildung des Remineralisationsprozes-
ses mittels GC Tooth Mousse™ auf der Nanometerskala.Es lässt sich sagen, dass










Abbildung 4.14.: Schematische Darstellung verschiedene Stadien der Repara-
tion eines Oberflächendefektes am Zahnschmelz durch Remineralisierung. (a)
zeigt die Mineralsubstanz im Zahnschmelz nahe der Oberfläche (O) mit zwei
Schmelzprismen vor dem Ätzen. Die Kristallite (C) (Mosaikstrukturen) haben
eine Vorzugsrichtung. IP stellt den interprismatischen Bereich dar. (b) zeigt die
Situation nach der Säureeinwirkung, (c) stellt die beginnende Reparation des
Schmelzes dar. R bezeichnet dabei die neu gebildeten Kristalle. (d) zeigt die
vollständige Reparatur des Zahnschmelzes (aus [119]).
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einen positiven Eﬀekt auf die Erneuerung der Mineralsubstanz von Schmelz- und
Dentinoberﬂächen im Sinne einer Mineraleinlagerung zeigen. Auch hier konnte
festgestellt werden, dass der Mineralaufbauprozess mittels GC Tooth Mousse™ im
Vergleich zum Mineralabbau sehr langsam abläuft.
Schlussfolgernd kann gesagt werden, dass eine Schädigung durch das Erfrischungs-
getränk Coca-Cola™ erst bei exzessiven Konsum begünstigt wird. Bei mäßigem
Konsum von säurehaltigen Getränken kann die auf natürliche Weise durch den
Speichel oder durch Zufuhr von Milchprodukten stattﬁndende Remineralisierung
begünstigt werden. Die AFM-Messungen zeigten, dass die Kurzzeitanwendungen
von GC Tooth Mousse™ eine Mineraleinlagerung begünstigen und somit zu einer
Verbesserung des Mineralgehaltes der Zahnproben führten. Die lokale Anwendung
von GC Tooth Mousse™ scheint aufgrund des positiven Eﬀektes der Mineraleinla-
gerung als eine Ergänzung zur täglichen Mundhygiene geeignet [128].
In zukünftigen Untersuchungen wäre es interessant den Einﬂuss anderer säu-
rehaltiger Getränke (z.B. Apfelsaft, Wein oder Eistee) auf die Zahnstruktur zu
analysieren. Ebenso könnten Vergleichsstudien zwischen anderen zahnpﬂegenden
Präparaten (z.B. BioRepair™), kalziumhaltigen Speisen (z.B. Quark und Joghurt)
und Getränken (z.B. Milch) neue Ansätze hinsichtlich des Remineralisierungspro-
zesses für die Entwicklung von Zahnpﬂegepräparaten liefern.
4.6. Automatisierte Nanotomographie am Zahn2
Ziel dieser Studie war die Rekonstruktion eines Volumenbildes vom humanen Zahn
mit Hilfe der automatisierten Nanotomographie [86] (siehe Kapitel 3.4). Abbildung
4.15 zeigt die TM-AFM-Höhen-, Amplituden- und Phasenbilder nach dem in situ
Ätzen mit einer 1 M H3PO4-Lösung für 5 Sekunden und anschließendem Spülen
mit destilliertem Wasser (siehe Kapitel 4.3.2). Die nummerierten weiße Pfeile
markieren jeweils dieselbe Stelle in den TM-AFM-Aufnahmen vor und nach den
2Die Arbeiten zu diesem Kapitel sind in Zusammenarbeit mit Christian Zeitz von der Universität
des Saarlandes entstanden. Die einzelnen Personen haben dabei folgende Beiträge geleistet:
Christian Zeitz hat zusammen mit mir die in situ AFM-Messungen an den humanen Zähnen
durchgeführt. Die Zähne wurden von der Klinik für Zahnerhaltung der Universitätklinik
Homburg (Saar) zur Verfügung gestellt, die von mir für die AFM-Untersuchungen präpariert
wurden. Die Daten wurden gemeinsam von Christian Zeitz und mir ausgewertet und das
Volumenbild in Zusammenarbeit mit Sabine Rehse rekonstruiert.
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Abbildung 4.15.: TM-AFM-Höhen-, Amplituden- und Phasenbilder eines
menschlichen Zahnes. (a) zeigt die Startsituation nach dem Schleifen und
Polieren, (b) nach 5 s, (c) 10 s und (d) 20 s Ätzen mit einer 1 M H3PO4-Lösung
und anschließendem Spülen mit destilliertem Wasser. Auf die Bilder wurde ein
Flatten erster Ordnung angewendet. Die nummerierten weißen Markierungen
zeigen jeweils dieselbe Stelle nach jedem Ätzenschritt.
jeweiligen Ätzschritten. Vor und nach dem ersten Ätzen sind noch deutliche Schleif-
und Polierspuren in den Höhen-, Amplituden- sowie Phasenbildern zu erkennen.
Mit fortschreitendem Ätzen können deutliche Änderungen in den Strukturen in
den AFM-Aufnahmen beobachtet werden. So sind nach dem zweiten Ätzschritt,
die bereits in Kapitel 4.4 erwähnten unterschiedlichen Schmelzphasen (Prismen-
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und interprismatische Phase) [129] erkennbar. Mit fortschreitendem Ätzen können
große Unterschiede in der Höhendiﬀerenz der beiden Schmelzphasen beobachtet
werden. Diese lassen sich durch den Ätzprozess unterschiedlich stark abtragen,
wodurch die beiden Phasen anhand der großen Höhendiﬀerenz deutlich voneinander
unterschieden werden können. Im Phasenbild sind nach mehreren Ätzschritten
strukturelle Details der Probe zu erkennen, die sich jedoch ebenso im Höhenbild
wiederspiegeln. Die Identiﬁkation unterschiedlicher Materialhärten anhand des
auftretenden Phasenkontrastes ist daher insbesondere zwischen Prismen- und
Interprismenphase schwierig. Für die Volumenabbildung wurden deshalb nur die
Höhenbilder genutzt [115]. TM-AFM-Höhenbilder wurden mit der linearen und
nichtlinearen Registrierung, wie in Kapitel 3.3.1 beschrieben, nachbearbeitet. Die
Bilder wurden anschließend segmentiert und dargestellt. Abbildung 4.16 zeigt
ein Volumenbild, das aus der Rekonstruktion der TM-AFM-Bilder entstanden ist.
Die aus dem Volumenbild ersichtlichen Strukturen entsprechen dem Verlauf der
Phasengrenzﬂäche zwischen der Prismen- und interprismatischen Phase. Es ist
ersichtlich, dass die interprismatische Phase kontinuierlich durch die Probe verläuft
[22]. Weiterhin kann eine Trennung der beiden Phasen beobachtet werden. Die
Prismen können im Querschnitt unterschiedliche Formen besitzen [130]. Hier weist
die Prismenphase eine annährend zylindrische Form auf [112].
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Abbildung 4.16.: Volumenbild resultierend aus den TM-AFM-Höhenbildern
eines menschlichen Zahnes geätzt mit 1 M H3PO4-Lösung (aus [115]). Das Bild




Für die Rekonstruktion der räumlichen Struktur des Knochens auf der Nanome-
terskala ist es notwendig einen sanften Ätzprozess für den anorganischen sowie
organischen Anteil zu ﬁnden bei dem je Ätzschritt nur wenige Nanometer abge-
tragen werden. Aus diesem Grund wurde als einer der ersten Schritte ein Kolla-
gennetzwerk untersucht, das schrittweise durch Plasmaätzen abgetragen wurde.
Plasmaätzen ist erfolgreich für die Nanotomographie polymerer Materialien einge-
setzt worden [71, 72, 95, 109]. Daher wurde die Möglichkeit dieser Abtragtechnik
an Kollagennetzwerken untersucht.
5.1. Aufbau des Kollagens
Abbildung 5.1 zeigt den hierarchischen Aufbau des Kollagens von der makrosko-
pischen bis zur mikroskopischen Skala. Kollagen vom Typ I wird charakterisiert
durch seinen faserartigen Aufbau, wobei einzelne Fibrillen einen Durchmesser in
der Größenordnung 80 nm bis 500 nm haben können. Jede Fibrille besteht aus
drei Polypeptidketten, die jeweils eine Länge von ungefähr 1000 Aminosäuren
besitzen [3, 4]. Diese bilden in Form einer Dreifachspirale (Tripelhelix) zylindrisch
geformte Moleküle mit einem Durchmesser von ungefähr 1,5 nm und einer Länge
von 300 nm [10]. Die Polypeptidketten weisen eine sich regelmäßig wiederholende
Sequenz Glycin-X-Y-Glycin-n auf, wobei X häuﬁg mit Prolin und Y häuﬁg mit
Hydroxyprolin besetzt ist. Dabei steht n für eine beliebige Aminosäure [4, 132].
Jedes Tropokollagen besteht aus vier aufeinander folgenden Domänen, die jeweils
1Die Arbeiten zu diesem Kapitel sind in Zusammenarbeit mit Nadine Drechsel entstanden, die
zu diesem Thema ihre Diplomarbeit geschrieben hat [131]. Die einzelnen Personen haben
dabei folgende Beiträge geleistet: Nadine Drechsel hat zusammen mit mir die Messungen
an den Kollagennetzwerken durchgeführt. Die Probenpräparation wurde gemeinsam von
Nadine Drechsel und mir weiterentwickelt. Nadine Drechsel hat die Proben für die AFM-
Untersuchungen präpariert. Die Daten wurden gemeinsam von Nadine Drechsel und mir
ausgewertet und das Volumenbild rekonstruiert.
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aus 234 Aminosäureresten und einer kürzeren Domäne bestehen. In Abbildung 5.2
ist die Einteilung eines Tropokollagens in vier gleichlange Abschnitte und einem
fünften Abschnitt abgebildet. Die Periodizität spielt eine wichtige Rolle bei der elek-
trostatischen Paarbildung von benachbarten Tripelhelices und bei der Maximierung
der Kontaktﬂäche zwischen hydrophoben Regionen, die für die Zusammenlage-
rung der Fibrillen verantwortlich sind [4]. Die vier gleichen Domänen haben eine
Länge von je 67 nm, die fünfte Domäne ist lediglich 32 nm lang [134]. Dies er-
gibt eine Länge eines Tropokollagens von 300 nm. Fünf Tropokollagene vernetzen
sich intermolekular unter Ausbildung von Querverbindungen („Crosslinks“) durch
Ausrichtung an den einzelnen Domänen zu einer Mikroﬁbrille (Abb. 5.2) [39, 135].
Diese Mikroﬁbrillen lagern sich unter Bildung weiterer „Crosslinks“ zusammen [136]
und bilden somit eine Kollagenﬁbrille, die durch die Anlagerung der Mikroﬁbrillen
hintereinander und nebeneinander eine periodische Struktur aufweist [137]. Liegen















Abbildung 5.1.: Hierarchischer Aufbau des Kollagens (nach [133]). HA bezeich-
net die Hydroxylapatitkristalle und TC die Tropokollagenmoleküle.
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Abbildung 5.2.: Aufbau einer Mikrofibrille aus fünf Tropokollagenen (a-e).
Die Tropokollagene bestehen aus vier 67 nm langen Domänen (1-4) und einer
kürzeren 32 nm langen Domäne (5) (aus [134]).
zwei Domänen mit einer Länge von 67 nm und 32 nm übereinander, kommt es zu
einer Überlappung. Die Längenunterschiede der kurzen Domänen und der zum
nächsten Tropokollagen gehörenden langen Domäne, führen zu einer Lücke von
35 nm zwischen den Enden der zwei Tropokollagene. Die Addition der 32 nm des
Überlapps und der 35 nm der Lücke ergeben eine periodische Struktur von 67 nm,
welche als D-Band-Struktur bezeichnet wird.
Für die rasterkraftmikroskopischen Untersuchungen in dieser Arbeit wurde
Kollagen vom Typ I verwendet, welches den Hauptbestandteil der organischen
Knochenmatrix ausmacht.
5.2. Probenpräparation
Für die Untersuchungen wurde Kollagen (Typ I) der Firma PureCol™ verwendet.
Das in der Lösung enthaltene Kollagen wurde aus Rinderhaut gewonnen und ist
ultrarein (99.9%). Das Kollagen ist in 0,01 N HCl gelöst. Der pH-Wert dieser Lösung
beträgt rund 2. Die Kollagenkonzentration der Lösung beträgt circa 3,0 mg/ml
[138]. Die Probenpräparation orientierte sich an der in der Gruppe um Prof. Dr.
Daniel Müller verwendeten Präparation [38, 139–141]. Auf deren Grundlage wurde
die Probenherstellung weiterentwickelt, um das Kollagen an Luft zu untersuchen
beziehungsweise schrittweise durch einen Plasmaätzprozess abzutragen. Dazu wurde
zunächst das Kollagen auf einem gereinigten Glimmerplättchen adsorbiert. Auf die
gereinigte Oberﬂäche wurden 30 µl Puﬀerlösung aufgetropft, welche aus 50 mM
L-Glycin (Sigma G7126) und 200 mM Kaliumchlorid (KCl) (Sigma P933) besteht.
Der Puﬀer wurde anschließend mit Natriumhydroxid (NaOH) auf einen pH-Wert
von 9,2 eingestellt [141]. Für Untersuchungen an Luft wurden 2 µl Kollagen in
die Puﬀerlösung injiziert. Nach einer Stunde wurden zusätzlich 60 µl Puﬀer in die
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Puﬀer-Kollagen-Lösung injiziert. Dabei war zu beobachten, dass sich nach Zugabe
der Puﬀerlösung eine milchige Haut bildete, wobei es sich um nicht adsorbiertes
Kollagen handelte. Für die Ätzversuche im Plasmaätzer wurde die Kollagenhaut auf
einen gereinigten Siliziumträger übertragen. Diese Haut kann mit der Spitze einer
Spritzenkanüle aufgenommen und auf das Substrat aufgetragen werden. Bei der
Aufnahme der Haut mit einem Silizumträger kann die Bewegung der Kollagenhaut
durch die Spritzenkanülen vermieden werden. Dazu wurden die Siliziumträger auf
zirka 1 × 1 cm2 große Stücke zurechtgeschnitten und mit einem Kratzer auf der
Oberﬂäche versehen, um im AFM dieselbe Stelle nach den jeweiligen Ätzschritten
wiederﬁnden zu können. Anschließend wurden die Siliziumträger 20 Minuten in 1:1
Aceton/Toluol-Lösung gelegt und auf einer Heizplatte mit einem Strahl aus CO2 -
Gas (Snow Jet) gereinigt. Die gereinigten Siliziumträger wurden im Anschluss im
Sauerstoﬀplasma oberﬂächenbehandelt, so dass die Substratoberﬂäche hydrophil
wurde. Das Siliziumsubstrat kann mit der hydrophilen Seite auf die Puﬀer-Kollagen-
Lösung gehalten werden, um die in dieser Lösung enthaltene Kollagenhaut auf
dem Substrat adsorbieren zu lassen. Somit kann ein dichtes Netzwerk von Fibrillen
erhalten werden. Um nun einzelne Fibrillen abbilden zu können, wurde das noch
feuchte Kollagen mit zwei Spritzenspitzen auseinander gezogen und anschließend
getrocknet. Nach dem Trocknen blieben auf der Probenoberﬂäche Puﬀerkristalle
zurück. Diese wurden durch Abspülen der Probe mit destilliertem Wasser entfernt.
Die Probe wurde danach an Luft getrocknet.
5.3. Abbilden der Kollagenstruktur mittels AFM
Die im vorhergehenden Kapitel beschriebende Präparationstechnik ermöglicht
reproduzierbare AFM-Untersuchungen einzelner Kollagenﬁbrillen oder Kollagen-
netzwerke. In der Literatur wurden bereits adsorbierte Kollagenﬁlme sowie einzelne
Fibrillen untersucht [37, 38, 47, 140, 142] und die dort publizierten Bilder sind mit
den in Abbildung 5.3 (a) und (b) abgebildeten AFM-Aufnahmen vergleichbar. In
der Darstellung ist ein AFM-Höhen- und Phasenbild einer an Luft getrockneten
Kollagenprobe zu sehen, die eine Vielzahl von größeren und kleineren Fibrillen auf
der Substratoberﬂäche aufweisen.
Die Fibrillen sind zum größten Teil zufällig verteilt, wobei sich einzelne Fibrillen
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Abbildung 5.3.: (a) TM-AFM-Höhenbild und (b) Phasenbild eines adsorbierten
Kollagenfilms auf einem Siliziumsubstrat. Die weißen Pfeile kennzeichnen die
Periodizität der D-Band-Struktur. (c) Höhenprofil entlang der Strecke AB einer
einzelnen Fibrille. Resultierend aus dem Höhenprofil kann die D-Band-Struktur
mit einer Periodizität von (66 ± 2) nm ermittelt werden. Auf die Bilder wurde
ein Flatten erster Ordnung angewendet.
verschlaufen oder kreuzen können. Die große Fibrille (Abb. 5.3 (a) und (b)) zeigt
periodische Strukturen, die der natürlichen Periodizität der D-Bande (markiert
durch die weißen Pfeile) entsprechen. Die Fibrille hat eine Höhe von ≈ 30 nm und
eine Breite von ≈ 150 nm. Bei den Angaben handelt es sich um einen Mittelwert
aus mehreren Höhen- sowie Breitenmessungen. Für die Analyse der Breitenwerte
wurde die Breite bei halbem Maximum und für die Höhenmaße das Maximum
der Höhe verwendet. Durch die Deposition kurzer Kollagenfragmente auf dem
Siliziumsubstrat („Kollagenrasen“) existiert keine ebene Fläche, die als Nullpunkt
genutzt werden kann. Somit wird als Nullpunkt zunächst nur der Kollagenrasen,
der zu Beginn auf der unbehandelten Probe vorhanden ist, verwendet. Im Pha-
senbild der ungeätzten Probe (Abb. 5.3 (b)) ist dieser noch deutlicher erkennbar
als im Höhenbild (Abb. 5.3 (a)). Die hellen Bereiche entsprechen dabei einem
hohen, die dunklen Bereiche einem niedrigen Phasensignal. Um die Periodizität
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der großen Fibrille zu überprüfen, wurde ein Querschnitt entlang der Strecke AB
auf der Kollagenﬁbrille vermessen (Abb. 5.3 (a)). Abbildung 5.3 (c) zeigt das
dazugehörige Höhenproﬁl. Dieses weist eine periodische Wiederholung von Über-
lapp zur Lücke mit einem Minimum-Minimum-Abstand von (66 ± 2) nm auf. Die
AFM-Untersuchungen zeigen, dass die Fibrillen kein kreisförmiges Proﬁl aufweisen,
sondern eher als ﬂache Bänder auf der Substratoberﬂäche adsorbieren. Weiterhin
wurden individuelle Kollagenﬁbrillen in luftfeuchter Umgebung untersucht [131].
Dabei konnte ein Quellen der Fibrillen um einige Nanometer beobachtet werden.
Auch diese Kollagenﬁbrillen zeigten eine ﬂache, bandartige Form.
Das Vorhandensein von kleinen und großen Fibrillen auf der Substratoberﬂäche
kann auf die Präparationsmethode, der Übertragung der Kollagenhaut zurückge-
führt werden (siehe Kapitel 5.2). Um einzelne Fibrillen abzubilden, wurde das noch
feuchte Kollagen mit zwei Einmal-Kanülen auseinander gezogen und anschließend
getrocknet. Somit besteht die Möglichkeit, dass zuvor dichte Kollagennetzwerk
zu verteilen. Die Dichte der Kollagenﬁbrillen kann aufgrund der mechanischen
Einwirkung verringert werden. Die Form kann durch die mechanischen Belastungen
verändert worden sein. Die ermittelten Werte für die Höhe, Breite und Periodizität
stimmen mit den aus der Literatur [4, 47, 142, 143] bekannten Werten (Breite
≈ 70 bis 300 nm, Durchmesser ≈ 10 bis 200 nm, Periodizität ≈ 67 nm) überein. Die
eher ﬂache, bandartige Form wurde auch von anderen Arbeitsgruppen beobachtet
[31, 47, 140, 142, 144]. Dieser Eﬀekt könnte auch auf den Adsorptionsprozess
zurückzuführen sein. Das Kollagen wird auf die hydrophile Siliziumoberﬂäche
übertragen und ist noch von der Puﬀerlösung umgeben. Daher lässt sich vermuten,
dass die Kräfte bei der vollständigen Benetzung der Oberﬂäche auf das Substrat
groß genug sind, um die Fibrille auf das Substrat zu drücken. Dabei kann es
zur Ausbildung von Wasserstoﬀbrückenbindungen an den C- und N-terminalen
Endgruppen kommen [145].
5.4. Plasmaätzen an Kollagenfibrillen
Das Plasmaätzen polymerer Materialien ist in der Literatur [146–151] bekannt
und analytisch untersucht worden. Basierend auf diesen Arbeiten wurde das Kolla-
gen durch Plasmaätzen schichtweise abgetragen und anschließend mit Hilfe der
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Rasterkraftmikroskopie untersucht. Aus den einzelnen AFM-Aufnahmen wurde
anschließend ein Volumenbild rekonstruiert. Für den Ätzprozess wurden die Kol-
lagenproben (Präparation siehe Kapitel 5.2) für jeden Ätzschritt aus dem AFM
ausgebaut und in einen Plasmaätzer (300T1000 Semi-Auto Plasma Processor, PVA
TePla AG, Wettenberg) eingebaut. Dabei handelt es sich um einen Rohrreaktor mit
einem Drahtgestell im Rezipienten. In diesem Plasmareaktor brennt das Plasma
außerhalb des Drahtgestells, so dass die Temperatur auf der Probe nicht zu hoch
wird. Die Ätzexperimente an einzelnen Kollagenﬁbrillen erfolgte bei einer Plas-
maleistung von 200 Watt, einem Gasﬂuss (Arbeitsgas: Luft) von 500 ml/min und
einer Ätzdauer von einer Minute. Der Druck beim Prozessstart lag bei ungefähr
0,08 mbar und während des Ätzprozesses bei 0,13 mbar. Die maximale Temperatur
lag bei ≈ 37°C.
Abbildung 5.4 zeigt eine Serie von TM-AFM-Höhen- und Amplitudenbildern
von einem adsorbierten Kollagennetzwerk auf Silizium, das schrittweise durch
Plasmaätzen in einem Luft-Plasma abgetragen wurde. Alle TM-AFM-Aufnahmen
zeigen die gleiche Stelle auf dem Kollagenﬁlm. Die Ätzserie besteht aus neun
Ätzschritten, wobei hier nur sechs dieser Bilder gezeigt werden. Generell konnte
beobachtet werden, dass mit fortschreitendem Plasmaätzen die Kollagenﬁbrillen
abgetragen wurden. Im Folgenden sollen nun an einigen ausgewählten Fibrillen
einzelne Details vorgestellt und diskutiert werden. Kollagenﬁbrille 1 (Abb. 5.4 (a))
adsorbiert in Form einer Schlaufe auf der Oberﬂäche und kreuzt mit Fibrille 2
und weiteren kleinen Fibrillenfragmenten. Fibrille 1 weist keine Unterbrechungen
auf. Jedoch ist bei Fibrille 1 die typische D-Band-Struktur nicht erkennbar. Nach
dem ersten Ätzschritt sind an der Fibrille kaum Änderungen im Höhen- und
Phasenbild (Abb. 5.4 (b)) erkennbar. Weitere Plasmaätzschritte verändern die
Struktur der Fibrille 1 dagegen kontinuierlich. So wird nach dem zweiten Ätzschritt
(Abb. 5.4 (c)) bereits eine Unterbrechung der Struktur der Fibrille 1 beobachtet.
Die Struktur ähnelt einer aufgefädelten Perlenkette. Nach dem vierten Ätzschritt
sind die Veränderungen deutlich erkennbar. Fibrille 1 ist aufgebrochen und die
zuvor bestehende Struktur existiert nur noch geringfügig. Beim weiteren Verlauf
des Ätzprozesses wurde die Fibrille 1 durch den Prozess komplett abgetragen (Abb.
5.4 (f)). Dieser Eﬀekt kann auch bei Fibrille 2 beobachtet werden. Im ungeätzten
Zustand liegt diese zunächst auf Fibrille 1 und verläuft relativ gerade nach unten
































































Abbildung 5.4.: TM-AFM-Höhen- (links) und Phasenbilder (rechts) einer Plas-
maätzserie an der gleichen Position auf einem Siliziumsubstrat. AFM-Aufnahme
(a) zeigt die Probe im unbehandelten Zustand, (b) nach dem ersten Ätzschritt,
(c) nach dem zweiten Ätzschritt, (d) nach dem vierten Ätzschritt, (e) nach dem
sechsten Ätzschritt und (f) nach dem neunten Ätzschritt. Auf die Höhen- und
Phasenbilder wurde ein Flatten erster Ordnung angewendet.
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Ätzen zunächst die laterale Form der Fibrille erhalten bleibt. Mit fortschreitendem
Abtragen kann beobachtet werden, dass die Fibrille schmaler wird bis sie nach
dem sechsten Ätzschritt aufbricht. In Abbildung 5.4 (f) ist diese dann nicht mehr
erkennbar. Auch Fibrille 3, 4 und 5 zeigen mit fortschreitendem Ätzen zunächst
das Aufbrechen, bis sie entweder teilweise oder komplett abgetragen wurden. Der
Ätzprozess wurde an verschiedenen Proben durchgeführt und war reproduzierbar.
Schlussfolgernd kann festgestellt werden, dass Kollagen mittels Plasmaätzen
unter kontrollierten Bedingungen (Druck, Temperatur, Reaktionsgas und Durch-
ﬂussrate, Position im Reaktor) kontrolliert und in kleinen Schritten abgetragen
werden kann. Das Plasma bewirkt, dass die Bindungen durch Brückenbindungen
(Crosslinks) zwischen den Mikroﬁbrillen an verschiedenen Stellen aufbrechen und
dabei ﬂüchtige Reaktionsprodukte entstehen. Die kleinen Fragmente verdampfen
dann im Vakuum. An welcher Stelle in der Fibrille nun zuerst die Kohlenwas-
serstoﬀbindungen aufgebrochen werden, ist zum heutigen Zeitpunkt noch nicht
geklärt. Mittels Infrarotspektroskopie wurde bereits versucht den Plasmaprozess
an Polymeren quantitativ zu erfassen, um den Ätzvorgang zu verstehen [146–
150, 152–154]. Jedoch konnte auch an synthetischen polymeren Materialien die
Chemie beim kurzzeitigen Plasmaätzen noch nicht vollständig geklärt werden. Ein
wesentliches Problem besteht in der Unkenntnis der Rolle des auf der Oberﬂäche
sehr wahrscheinlich adsorbierten Wassers. Die quantitative Analytik ist aufgrund
der geringen Schichtdicken und der sehr kurzen Ätzzeit sehr schwierig.
5.5. Ätzrate beim Plasmaätzprozess
Zur Bestimmung der Abtragrate mittels Plasmaätzen wurden die Höhen und
Breiten verschiedener Fibrillen (Abb. 5.5 Fibrille 1, 2 und 3) an unterschiedlichen
Stellen gemessen. Hier werden dazu nur die Ergebnisse für Fibrille 2 graphisch dar-
gestellt. Die gestrichelte Linie in Abbildung 5.5 markiert zwei der hier verwendeten
Messstellen an denen die Ermittlung der Höhe und Breite der Kollagenﬁbrille 2
nach den einzelnen Plasmaätzschritten erfolgte.
Abbildung 5.6 (a) und (b) zeigen die Werte von acht verschiedenen Stellen für
die Höhe und Breite der Fibrille 2, die willkürlich ausgewählt wurden. Die weite-








Abbildung 5.5.: TM-AFM-Höhenbild eines unbehandelten adsorbierten Kolla-
genfilms auf dem Siliziumsubstrat. Die gestrichelten Linien kennzeichnen zwei
der Messstellen für die Höhen- und Breitenbestimmung. Auf das Bild wurde ein
Flatten erster Ordnung angewendet.
beﬁnden sich jedoch auch auf dem gezeigten Abschnitt der Fibrille 2. Die nicht
gezeigten Messwerte verhalten sich in Bezug zur Höhe und Breite sehr ähnlich. Die
Höhen- und Breitenmessung erfolgte analog zu Kapitel 5.3. Auch hier wurde der
Kollagenrasen als Bezugspunkt verwendet. Im weiteren Verlauf des Ätzprozesses
konnte das Siliziumsubstrat erkannt und als Referenz verwendet werden. Der
Kollagenrasen wurde durch das Ätzen abgetragen.
Zur genauen Bestimmung der Höhe und Breite ist es essentiell nach jedem
Ätzschritt die gleiche Stelle auf der Fibrille zu vermessen, da bereits kleinste
Abweichungen von der vorangegangenen Position Änderungen in den ermittelten
Werten zeigen können. Abbildung 5.6 zeigt die ermittelten Werte für je acht
verschiedene Messstellen für die (a) Höhe und (b) Breite auf der Fibrille 2. Im
Diagramm für die Höhenmessung (Abb. 5.6 (a)) ist an einigen Stellen ein Ansteigen
der Höhe nach dem ersten Ätzen erkennbar. Auch in der Breite (Abb. 5.6 (b))
ist sichtbar, dass die ermittelten Werte nach dem ersten Ätzschritt zunächst
ansteigen. Weiterhin können in den Diagrammen (Abb. 5.6 (a) und (b)) während des
Ätzprozesses Schwankungen in den Messwerten verschiedener Stellen beobachten
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Abbildung 5.6.: (a) Diagramm zur Bestimmung der Höhe und (b) der Breite an
verschiedenen Stellen an der großen einzelnen Fibrille 2 aus Abbildung 5.5. (c)
schematische Darstellung des durchschnittlichen Abtrags von Fibrille 2 mittels
Plasmaätzen vor dem Ätzen und nach dem 9. Ätzschritt.
werden. Über die Ätzserie hinweg kann eine Abnahme der Höhen- und Breitenwerte
in den Kurvenverläufen erkannt werden.
Abbildung 5.6 (c) zeigt die durchschnittlich ermittelten Werte der Höhe und
Breite von Fibrille 2 vor und nach dem neunten Ätzschritt. Fibrille 2 hat vor
dem Ätzen eine Höhe von ≈ 40 nm und die Breite von ≈ 165 nm. Nach dem
neunten Ätzschritt beträgt die Höhe durchschnittlich nur noch ≈ 30 nm und die
Breite ≈ 130 nm. Eine Ursache für die zunächst ansteigenden Höhenwerte kann
damit begründet werden, dass sich der Bezugspunkt nach dem Ätzen ändert. Als
Referenz fungiert nicht mehr der erst vorhandene Kollagenrasen, sondern das
nun hervortretende Siliziumsubstrat. Ein Grund für die zunächst ansteigenden
Breitenwerte könnten Ablagerungen oder Rückstände vom Kollagenrasen sein,
die sich während des Plasmaätzens auf der Fibrille angelagert haben und die
Messung an dieser Stelle beeinﬂussen. Die Schwankungen der Messwerte (Abb. 5.6
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(a) und (b)) können aufgrund geringer Abweichungen der Position der Messstelle
hervorgerufen worden sein. Während des Ätzprozesses kann es auch zu strukturellen
Veränderungen kommen, die das Vermessen der gleichen Stelle, die zuvor zur
Bestimmung der Höhe und Breite genutzt wurde, erschwert. Durch die Ermittlung
der Höhen- und Breitenabnahme der unterschiedlichen Messstellen an verschiedenen
Fibrillen kann die mittlere Abtragrate des Plasmaätzprozesses bestimmt werden.
Die lineare Regression dieser Auftragung ergibt eine Steigung, deren Betrag der
Höhen- bzw. Breitenabnahme pro Ätzschritt entspricht. Die Auswertung zeigt für
die einzelnen Kurven der verschiedenen Messpositionen, dass die Kollagenﬁbrille
in der Höhe um (1 ± 0,2) nm und in der Breite um (3,9 ± 1,7) nm pro Ätzschritt
abgetragen wird. Die Ätzrate der Breite ist größer als die Ätzrate der Höhe, was
auch zu erwarten ist, da die Fibrille von zwei Seiten geätzt wird, wohingegen die
Höhe nur von einer Seite abgetragen wird. Nimmt man eine an allen Seiten der
Fibrille gleichmäßige Ätzrate an, müsste der Abtrag in der Breite dem Doppelten
des Abtrags der Höhe entsprechen. Die experimentell bestimmten Mittelwerte
weichen zwar um den Faktor vier voneinander ab, der erwartete Faktor zwei
liegt aber innerhalb der Grenzen des Messfehlers. Dieser ist vor Allem bei der
Bestimmung der Breitenabnahme der Fibrillen verhältnismäßig groß, was auch in
der starken Streuung der Messwerte erkennbar ist und eine exakte Bestimmung
der Ätzrate in lateraler Richtung schwierig macht.
5.6. Nanotomographie an Kollagenfibrillen
Die Untersuchung einzelner Kollagenﬁbrillen oder Netzwerke soll mit Hilfe der
Nanotomographie erfolgen, um somit Informationen zum Aufbau der inneren
Struktur einzelner Fibrillen, ihrer Wechselwirkung mit der Oberﬂäche und der
Wechselbeziehung einzelner Kollagenﬁbrillen zueinander zu erhalten. Dabei wurden
bei AFM-Messungen häuﬁg Zusammenlagerungen beziehungsweise Verdrillungen,
sowie das Kreuzen einzelner Fibrillen nach dem Adsorptionsprozess beobachtet.
Mit Hilfe des Abtrags durch den Plasmaätzprozesses wurde erstmalig versucht
einen Kreuzungspunkt zweier Fibrillen tiefenaufgelöst abzubilden.
Abbildung 5.7 zeigt gekrümmte Karten aus der Kombination der Höhen- und
Amplitudenbilder der einzelnen Ätzschritte, die mit Hilfe des Programms PovRay
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(Persistence of Vision Raytracer Pty. Ltd., Version 3.6) erstellt wurden. Die Zahlen
über den Bildern geben den jeweiligen Ätzschritt an. An diesen Bildern sind deut-
liche Veränderungen nach den einzelnen Ätzschritten erkennbar. Der abgebildete
Kreuzungspunkt (in Abb. 5.4, beﬁndet sich der Kreuzungspunkt unten rechts)
vermittelt den Eindruck, dass die Fibrille 1 (blau markiert), die von oben links nach
unten rechts verläuft, auf der rot markierten Fibrille 2 liegt. Vor dem Ätzen erkennt
man den „Kollagenrasen“ neben den Fibrillen. Außerdem bilden die Fibrillen mit
dem Kollagenrasen einen ﬂießenden Übergang. Nach dem vierten Ätzschritt sind
nur noch Reste des Kollagenrasens zu sehen (Abb. 5.7, gekennzeichnet durch R).
Die Konturen der Fibrillen treten aufgrund der abgetragenen Kollagenfragmen-
te deutlicher hervor und heben sich nun vom sichtbar glatten Silizium ab. Mit
fortschreitendem Ätzen kann ein Ausdünnen der Fibrille 2 beobachtet werden.
Zudem sind auf der Probenoberﬂäche kugelartige Strukturen zu erkennen, die auf
Rückstände geätzter Fibrillen zurückzuführen sein könnten. Im letzten Schritt sind
nur noch Bruchstücke von Fibrille 2 sichtbar, wohingegen Fibrille 1 noch gut zu
erkennen ist. Unter der Annahme dass die Fibrillen gleichmäßig abgetragen werden
und Fibrille 2 von Fibrille 1 an der Kreuzungsstelle überdeckt wurde, lässt sich












Abbildung 5.7.: Kombination der TM-AFM-Höhen- und Amplitudenbilder vor
dem Ätzen, sowie nach dem vierten, achten und neunten Ätzschritt. Die Zahlen
repräsentieren den jeweiligen Abtragschritt (Fibrille 1 = blau; Fibrille 2 = rot;




Für die Rekonstruktion einer räumlichen Darstellung auf der Nanometerskala
wurden, wie bereits im Kapitel 3.3 beschrieben, die Höhen- und Phasenbilder
kombiniert und können mit Hilfe der Höhenänderung durch das Ätzen zu einem
Volumenbild der Probe zusammengefügt werden. Abbildung 5.8 (a) zeigt die Re-
konstruktion eines Volumenbildes des plasmageätzten Kollagennetzwerkes und (b)
des Kreuzungspunktes zweier einzelner Fibrillen. Das aus dem Ätzprozess resultie-
rende Volumenbild, das mit Hilfe des Programms Amira™ (Mercury™ Computer
Systems Inc., Mountain View, USA) berechnet wurde, besteht aus 9 Bildern mit
jeweils 512 × 512 Pixeln. Es konnte eine Ätzrate von 1,0 nm pro Ätzschritt be-
stimmt werden (Kapitel 5.5). Da durch den Prozess des Plasmaätzens auf der
Probenoberﬂäche nach jedem Ätzschritt noch Kollagenfragmente zurückgeblieben








Abbildung 5.8.: (a) Rekonstruktion eines Volumenbildes von einem Kollagen-
netzwerk aus handsegmentierten Bildern. Der Pfeil markiert in (a) den unter-
suchten Kreuzungspunkt. (b) Volumendarstellung des Kreuzungspunktes zweier
einzelner Kollagenfibrillen aus manuell segmentierten Schichtbildern (Fibrille
1 = blau; Fibrille 2 = rot). (c) kombiniertes TM-AFM Höhen- und Phasenbild
(aus [131]).
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werden. Durch diese manuelle Segmentierung kann es zu einer verbreiterten Dar-
stellung der Fibrillen gekommen sein. In dem Volumenbild (Abb. 5.8) sind die
zuvor im Kapitel 5.4 beschriebenen Fibrillen erkennbar. Die genaue Abgrenzung
der einzelnen Fibrillen zu Beginn des Ätzprozesses ist durch den noch vorhandenen
Kollagenrasen erschwert. Weiterhin ist nicht eindeutig erkennbar, wie weit die
einzelnen Fibrillen reichen.
Der Pfeil im Volumenbild (Abb. 5.8 (a) und (b)) markiert die Position des
Kreuzungspunktes. Dieser ist in der zuvor erläuterten Ätzserie (Abb. 5.4, Kreu-
zungspunkt beﬁndet sich unten rechts) und im Volumenbild in Abbildung 5.8 (a)
klar erkennbar. Die Vergrößerung des Kreuzungspunktes ist in Abbildung 5.8 (b)
gezeigt. Dazu wurden die AFM-Bilder auf den Kreuzungspunkt zurechtgeschnitten,
interpoliert (Erhöhung der Anzahl der Pixel) und mit Hilfe des Visualisierungs-
programms Amira manuell segmentiert (Abb. 5.8 (c)). Die Zuordnung einzelner
Bereiche zu Fibrille 1 und 2 erfolgte subjektiv auf der Basis der vorliegenden
Bilder. Aus diesen segmentierten Bildern wurde dann ein Volumenbild (Abb. 5.8
(b)) rekonstruiert. In der Darstellung 5.8 (b) ist nicht eindeutig zu erfassen, ob die
beiden Fibrillen übereinander liegen beziehungsweise wo Fibrille 1 aufhört und
Fibrille 2 freigelegt wird. Es ist erkennbar, dass die Fibrillen nach mehrmaligem
Ätzen schmaler werden. Es lässt sich somit schlussfolgern, dass ein Abtrag der
Kollagenﬁbrillen mittels Plasmaätzen stattﬁndet.
An Hand der räumlichen Abbildung konnten zunächst keine zusätzlichen Infor-
mationen über die innere Struktur einzelner Kollagenﬁbrillen gewonnen werden.
Aus diesem Grund sollten in folgenden Arbeiten die Parameter, zum Beispiel Druck,
Gasﬂuss und Ätzdauer des Plasmas verändert und optimiert werden, so dass der
Abtrag besser kontrolliert stattﬁnden kann, um eventuell zusätzliche Informationen
zum Aufbau einzelner Kollagenﬁbrillen im Volumenbild erhalten werden können.
Zudem ist bis zum heutigen Zeitpunkt der Ätzprozess beim Plasmaabtrag nicht ge-
klärt. So könnten weitere Ätzversuche in Verbindung mit infrarotspektroskopischen





In diesem Kapitel werden der strukturelle Aufbau des Knochens erläutert, die
für die AFM-Untersuchungen entwickelte Probenpräparation beschrieben und
die Ergebnisse der Abbildung des nativen Knochens durch die Anwendung von
elektronen- und rasterkraftmikroskopischen Methoden vorgestellt und diskutiert.
Trotz der grundlegenden Arbeiten von Landis et al. [67, 68] mittels Elektronento-
mographie ist die routinemäßige räumliche Abbildung von Knochen und Sehnen
auf der Nanometerskala nicht gelöst. Ziel dieser Arbeit ist daher die Abbildung
der räumlichen Struktur des Knochens mit Hilfe der Nanotomographie.
6.1. Hierarchie des Knochens
Knochen ist ein Kompositmaterial, das aus unterschiedlichen Komponenten aufge-
baut ist und komplexe Strukturen von der makroskopischen bis zur mikroskopischen
Skala aufweist [3, 9–11, 15, 17, 18]. Er besitzt zwei wichtige Eigenschaften: Stütz-
und Stoﬀwechselfunktionen [110, 155]. Beide Funktionen beeinﬂussen durch enge
Wechselbeziehungen entscheidend die Struktur des Knochens, dessen Gestaltung
genetisch vorbestimmt ist. Knochen ist ein auf Druck, Zug, Biegung und Torsion
belastbares Gewebe, welches sich optimal an die gestellten Anforderungen anpassen
und bei Veränderungen umbauen kann. Knochen besteht aus Knochenzellen, den
so genannten Osteozyten, und der extrazellulären Matrix. Nach Weiner et al. [9]
lässt sich der Knochen in hierarchisch geordneten Organisationsebenen einteilen
(Abb. 6.1).
Die Hauptbestandteile sind Kollagen, Mineralkristalle und Wasser, welche sich in
einem wohlgeordneten Aufbaublock zusammenfügen. Angelehnt an diese Einteilung




Abbildung 6.1.: Hierarchischer Aufbau eines Knochens (nach [11]).
6.1.1. Makroskopische Ebene
Das Knochengewebe eines Röhrenknochens besteht aus Osteonen und Schaltlamel-
len. Die Substantia Kompakta erscheint als verdichtetes Gewebe. In den Röhren-
oder Langknochen ﬁndet sich die Kompakta meist in den Gelenkenden (Epiphysen)
und der Rinde (Kortikalis) des Schafts (Diaphyse). Die Substantia Spongiosa
hingegen ist ein schwammartiges Gewebe, das im Inneren des Knochens liegt und
nach außen hin von der Kompakta umhüllt wird [110]. In den Hohlräumen des von
den Spongiosabälkchen gebildeten Schwammes beﬁndet sich das Knochenmark.
6.1.2. Mikroskopische Ebene
Das ausgewachsene Knochengewebe des Menschen zeigt ein schichtweise aufge-
bautes, geordnetes Lamellensystem mit Schichtdicken von 3 bis 7 µm, das die
Knochenmatrix bildet [3, 110, 111]. Die nächst kleinere Einheit des kompakten
Knochens stellen die Osteone dar, welche wiederum unterteilt werden in den Havers-
Kanal und die Speziallamellen, die zwischen den Generallamellen im Inneren der
Kompakta liegen. Zurück bleibt ein sehr enger Kanal, welcher als Blutgefäß für
den Stoﬀwechsel dient. Der Kanal enthält außerdem Nerven und lockeres Binde-
gewebe. Zusätzlich zum Havers-Kanal existieren sehr viel kleinere Kanalsysteme
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(Canaliculi), welche benachbarte Osteone miteinander verbinden. Zwischen den
um den Havers-Kanal angeordneten Lamellen liegen kleine Höhlen, die mit Os-
teozyten (Knochenzellen) gefüllt sind. Die Versorgung der Knochenzellen erfolgt
vom Zentralgefäß aus durch Diﬀusion. Diese als Osteone oder Haversche Systeme
bezeichneten zylindrischen Strukturen bilden die wichtigste Aufbaueinheit des
kompakten Knochens.
6.1.3. Nanoskopische Ebene
Die um den Havers-Kanal angeordneten Lamellen setzen sich aus einzelnen Kolla-
genfasern zusammen, die wiederum aus Kollagenﬁbrillenbündeln aufgebaut sind.
Die unterschiedlichen Anordnungen der Fibrillenbündel ergeben die strukturellen
Unterschiede des Knochens [3, 4, 18, 29, 58]. In Abbildung 6.2 sind die wichtigsten
Anordnungen der Fibrillenbündel dargestellt.
Eine detaillierte Beschreibung des Auftretens, Vorkommens und der Eigenschaf-
ten von Fibrillenbündeln, welche als parallel orientierte Fibrillen (Abb. 6.2 (1))
vorkommen (z.B. in mineralisierten Sehnen, in Fischschuppen und den Skeletten
verschiedener Fisch- und Amphibienarten) ist in den Veröﬀentlichungen von Weiner
et al. [3, 10] zu ﬁnden. Durch die nahezu identische Ausrichtung der Fibrillen sind
Abbildung 6.2.: Die vier am häufigsten vorkommenden Organisationsmuster:
(1) parallel orientierte Fibrillen, (2) Geflechtknochen, (3) Lamellenknochen, (4)
rotierte sperrholzartige Struktur (aus [10]).
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die mechanischen Eigenschaften anisotrop, wodurch eine optimale Anpassung an
z.B. eine mechanische Beanspruchung in Längsrichtung vorliegt. Im Gegensatz
dazu ist der in Abbildung 6.2 (2) dargestellte Geﬂechtknochen durch eine geringe
Packungsdichte und Orientierung von Faserbündeln unterschiedlicher Durchmesser
(bis zu 30 µm) gekennzeichnet (z.B. in Skeletten von Amphibien, Reptilien und
im Skelett embryonaler Säugetiere). In diesem Knochen beﬁndet sich ein hoher
Anteil an nichtkollagener Substanz. Sowohl die Kollagenmatrix als auch die Mine-
ralphase sind wenig bis gar nicht organisiert. Die komplexeste Organisationsform
ist im Lamellenknochen (Abb. 6.2 (3)) zu ﬁnden, welcher durch alternierende
Lagen von Faserbündeln unterschiedlicher Orientierung gekennzeichnet ist. In der
einfachsten Form sind die Faserbündel in alternierenden Schichten orthogonal
zueinander orientiert, z.B. im so genannten Zementum, einer knochenähnlichen
Hartsubstanz, welche ab der Zahnschmelzgrenze das Zahnbein überzieht und so-
mit eine Verbindung zwischen Zahnbein und Kieferknochen schaﬀt. In wesentlich
komplexerer Form bildet es die Basis aller lamellaren Knochenstrukturen. Ein
markantes Merkmal ist hierbei die unterschiedliche Dicke und Orientierung der
einzelnen Lamellen. Viele Modelle [9, 54, 156–159] gehen von einer sich wiederho-
lenden Einheit von fünf Schichten aus, die jeweils um ungefähr 30° gegeneinander
verdreht sind. Daraus ergibt sich eine relativ geordnete Aufbaueinheit. Die Dicke
einzelner Lagen kann beträchtlich variieren, wodurch der Eindruck aus dicken und
dünnen Schichten aufgebauten Sperrholzstrukturen vermittelt wird (Abb. 6.2 (4)).
Zudem konnte gezeigt werden, dass sich die Orientierung der Kristallplättchen
(Apatit) innerhalb der einzelnen Subschichten kontinuierlich ändert, von einer
Orientierung parallel zur Lamellengrenze in der ersten Schicht bis hin zu einem
spitzen Winkel in der fünften Schicht [18, 53, 160]. Von Ziv et al. [157] wurde die
Anisotropie dieser rotierten, sperrholzartigen Struktur durch Mikrohärte-Eindrücke
an Rattenoberschenkel-Präparaten untersucht. Im Vergleich zu parallel gefasertem
Knochen ist der Grad der Anisotropie deutlich geringer, was auf die Adaptation
des Knochens auf multidirektionale Belastungsrichtungen schließen lässt [10]. Die
Fibrillenbündel im Knochen setzen sich aus parallelen Verbänden mineralisierter
Kollagenﬁbrillen zusammen, deren Hauptbestandteile das Hydroxylapatit (HA)
(60%), das Kollagen (Typ I) (30%) und Wasser (10%) sind [10, 11, 161].
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Hydroxylapatit
Die Gewebe im menschlichen Körper enthalten Calciumphosphate, die als HA
(Ca10(PO4)6(OH)2) in Knochen und Sehnen vorkommen und ihnen Stabilität, Härte
und Funktion verleihen. Strukturell handelt es sich hauptsächlich um nichtstöchio-
metrische Apatitphasen, die zu einem gewissen Teil auch Natrium, Magnesium und
Carbonat enthalten (so genannter biologischer Apatit oder Dahllit). Die Apatit-
kristalle im Knochen sind plättchenförmig mit einer durchschnittlichen Größe von
etwa 50 × 25 nm2 aufgebaut [54, 55, 162–164]. Die experimentell bestimmte Dicke
der Kristalle im Knochen variiert von 1,5 bis 4 nm [10, 49, 50, 161, 162, 165]. Die
chemische Zusammensetzung und physikalischen Eigenschaften der wichtigsten
humanen Gewebe sind in Tabelle 6.1 zusammengestellt.
Apatit kristallisiert in einem hexagonalen Kristallsystem. Fremdionen im Kristall-
gitter (z.B. Fluorid- oder Chlorid- statt Hydroxidion) stabilisieren die hexagonale
Struktur auch bei Raumtemperatur. HA ist ein Festkörper, der zur Nichtstöchio-
metrie neigt, d.h. von der oben angegebenen Summenformel abweichen kann. Die
Kristallstruktur auf allen Ionenplätzen (Kalzium (Ca2+), Phosphat (PO3−4 ) und
Enamel Zahnbein Knochen HA
Calcium [Gew.-%]a 36,5 35,1 34,8 39,6
Phosphor [Gew.-%]a 17,7 16,9 15,2 18,5
Ca:P (molares Verhältnis)a 1,63 1,61 1,71 1,67
Natrium [Gew.-%]a 0,5 0,6 0,9 -
Magnesium [Gew.-%]a 0,44 1,23 0,72 -
Kalium [Gew.-%]a 0,08 0,05 0,03 -
Carbonat (als CO2−
3
) [Gew.-%]b 3,5 5,6 7,40 -
Fluorid [Gew.-%]a 0,01 0,06 0,03 -
Chlorid [Gew.-%]a 0,30 0,01 0,13 -
Anorganischer Anteil [Gew.-%]b 97 70 65 100
Organischer Anteil [Gew.-%]b 1,5 20 25 -
Wasser [Gew.-%]b 1,5 10 10 -
Kristallinitätsindex (HA = 100) 70-75 33-37 33-37 100
Typische Kristallgröße [nm] 100 µm × 50 × 50 35 · 25 · 4 50 · 25 · 4 200 - 600
Elastizitätsmodul [GPa] 80 15 0,3 - 13,8 10
Erläuterung: [a] Calcinierte Proben, [b] Nicht-Calcinierte Proben.
Tabelle 6.1.: Zusammensetzung (Gewichtsprozent) und Strukturparameter der
anorganischen Phasen in humanem ausgewachsenen Gewebe (nach [161]). Bei
den calcinierten Proben handelt es sich um erhitzte Substanzen, bei denen das








OH− F−, Cl2−, CO2−3
Tabelle 6.2.: Ionische Komponenten von HA mit ihren zugehörigen Austau-
schionen.
Hydroxid (OH−)) ist so variabel, dass leicht kleinere oder größere Mengen anderer
Ionen eingebaut werden können. In Tabelle 6.2 sind die ionischen Komponenten
von HA mit den jeweils möglichen Austauschionen zusammengefasst.
Die Anzahl eingebauter Fremdionen ist von der chemischen Zusammensetzung
und von der Entwicklung des Gewebes abhängig. Die biologischen Apatite in
Knochen und Zahn sind immer nichtstöchiometrisch aufgebaut, wobei sich die
Substitutionsgrade im unteren Prozentbereich bewegen (siehe Tabelle 6.1). Somit
können diese Mineralien immer noch als HA beschrieben werden. Üblicherweise
enthalten biologische Apatite einige Prozent an Carbonat, so dass von Carbonat-
apatiten zu sprechen ist [161]. Apatit kann durch bestimmte Zellen, z.B. den
Osteoblasten im Knochen, aus Phosphat- und Calcium-Ionen erzeugt werden. Dazu
werden zunächst in einer Kollagenmatrix aus organischen Phosphaten so lange
Phosphationen freigesetzt, bis das Löslichkeitsprodukt Lp für Calciumphosphat
überschritten ist. Die Gleichgewichtsreaktion kann formuliert werden als
Ca10(PO4)6(OH)2 ⇀↽ 10[Ca
2+] + 6[PO3−4 ] + 2[OH
−]. (6.1)
Lp ist ein konstanter Wert, der für jede schwerlösliche Verbindung charakteristisch
ist. Je kleiner Lp ist, desto weniger Salz kann gelöst werden. Es kann aus den
Konzentrationen der einzelnen Ionen berechnet werden:
Lp = [Ca2+]10 · [PO3−4 ]
6
· [OH−]2. (6.2)
Das Lp für Calciumphosphat beträgt: 1,0 · 10−25 mol/l.
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Durch Säuren wird Apatit angegriﬀen:
Ca10(PO4)6(OH)2 + 2H3O
+
→ 10Ca2+ + 6PO3−4 + 4H2O. (6.3)
Die Hydroxidionen im Apatit werden durch Säuren neutralisiert, das Kristallgitter
zerfällt.
Kollagen
Der zweite Hauptbestandteil ist das Kollagen, dessen Anteil 30% der organischen
Matrix bildet. Es ist neben vielen anderen Proteinen, deren Anteil 4% der Matrix
bilden, die Hauptkomponente von Knochen und Zähnen und ein wesentlicher
Bestandteil von Sehnen, Bändern und der Haut [3, 4, 110]. Es tritt im Stadium der
embryonalen Entwicklung in der Phase der beginnenden Strukturdiﬀerenzierung
auf. In der weiteren Entwicklung ist es verantwortlich für die funktionale Integrität
von Geweben wie Knochen, Knorpel und Haut und leistet einen Beitrag für die
strukturelle Anordnung von Blutgefäßen und der meisten Organen. Den intrazellu-
lären Prozessen der Kollagensynthese folgt eine extrazelluläre Selbstaggregation zu
Fibrillen und Fasern. Im menschlichem Gewebe konnten 28 verschiedene Typen
von Kollagen klassiﬁziert werden [167]. Man unterscheidet die ﬁbrillenbildenden
(Typen I, II, III, V, XI, XIV), die netzwerkbildenden (Typen IV, VII) sowie die
ﬁbrillenassozierten Kollagentypen (Typen IX, XII, XIV, XVI, XIX - XXI) [3, 4].
Das Kollagen ist charakterisiert durch seinen faserartigen Aufbau, wobei einzelne
Fibrillen einen Durchmesser in der Größenordnung von 80 bis 500 nm haben.
Jede Fibrille besteht aus Polypeptidketten mit einer Länge von ungefähr 1000
Aminosäuren. Diese bilden in Form einer Dreifachspirale zylindrisch geformte
Moleküle mit einem Durchmesser von ungefähr 1,5 nm und einer Länge von
300 nm [10] (Abb. 6.3) (siehe Kapitel 5.1).
Fünf Tropokollagene vernetzen sich intermolekular unter Ausbildung von Quer-
verbindungen („Crosslinks“) durch Ausrichtung an den einzelnen Domänen zu
einer Mikroﬁbrille (Abb. 6.3 bzw. Abb. 5.2) [39, 135]. Diese Mikroﬁbrillen lagern
sich unter Bildung weiterer „Crosslinks“ zusammen [136] und bilden somit eine
Kollagenﬁbrille, die durch die Anlagerung der Mikroﬁbrillen hintereinander und ne-





Abbildung 6.3.: Schematische Darstellung der Anordnung der Kollagenfibrillen
im Knochen (aus [11]).
der Kollagenﬁbrillen von 67 nm Wiederhollänge resultiert aus der Addition des
32 nm Überlapps und der 35 nm großen Lücke [137] (siehe Kapitel 5.1).
Wasser
Eine weitere Komponente des Knochenverbundes ist Wasser. Dieses beﬁndet sich in
den Fibrillen, den Hohlräumen zwischen den Fibrillen und größeren Faserverbänden
und beeinﬂusst die mechanischen Eigenschaften des Verbundes [3, 168–170]. In-
dentationsmessungen zeigten, dass die Härte und das Elastizitätsmodul (E-Modul)
davon abhängig sind, ob der Knochen feucht oder trocken ist. Es zeigte sich, dass
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die Trocknung der Knochenprobe beide Parameter erhöht [168]. Currey et al.
zeigten, dass nach dem Wiederbefeuchten getrockneter Knochenproben die mecha-
nischen Eigenschaften Werte ähnlich denen von frischen nassen Proben annehmen.
Dempster und Liddicoat [171] untersuchten den Einﬂuss der Trocknung in Bezug
auf Zug- und Druckbelastung. Durch den Trocknungsprozess konnte ein Anstieg
des E-Moduls (um etwa 26%) bei Druckbelastung und eine noch stärkere Zunahme
um etwa 55% bei Zugbelastung beobachtet werden. Amprino [172] berichtete, dass
die Trocknung eine signiﬁkante Erhöhung der Mikrohärte des Knochens bewirkt
und zudem konnte er feststellen, dass mit steigenden Trocknungstemperaturen
die Mikrohärte weiter ansteigt. Hengsberger et al. [169, 170] untersuchten auch
einzelne Knochenlamellen unter trockenen und natürlichen Bedingungen mittels
Nanoindentation. Auch hier konnte durch den Trocknungseﬀekt ein Ansteigen des
E-Moduls und der Härte des menschlichen Knochengewebes nachgewiesen werden.
6.2. Probenpräparation
6.2.1. Abbildung an Luft
Die menschlichen Knochenproben wurden von der Abteilung Experimentelle Ortho-
pädie der Universitätsklinik Halle zur Verfügung gestellt. Die Proben (15 × 10 × 1
mm3) stammen aus dem Bereich des Oberschenkelknochens (auch als Femur be-
zeichnet) und wurden im nativen Zustand längs zum Knochen geschnitten (Abb.
6.4) [173, 174]. Die Knochenproben wurde anschließend geschliﬀen und poliert.
Für die AFM-Untersuchungen wurden die Proben auf einem Metallplättchen zur
magnetischen Fixierung unter dem AFM aufgeklebt.
6.2.2. Abbildung in Flüssigkeit
Für die Abbildung in Flüssigkeit wurden die Knochenproben in kleine Stücke zerlegt,
in einer aufsteigenden Ethanolreihe entwässert und mit Roticlear™ (Carl Roth
GmbH & Co. KG, Karlsruhe), welches zur Entfettung des Knochens dient, gereinigt.
Anschließend wurden die Proben in Polymethylmethacrylat (PMMA) (Merck
KGaA, Darmstadt) eingebettet [102, 175], mit Hilfe eines Mikrotoms Dünnschnitte
(5 µm) angefertigt und auf einem PMMA beschichteten Siliziumsubstrat mittels
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Abbildung 6.4.: Schematische Darstellung der Probenbereiche im (a) menschli-
chen Oberschenkelknochen. (b) schematische Vergrößerung des Probenbereiches
und (c) durchschnittliche Maße der nativen Knochenproben.
Lösemittelklebung [176] ﬁxiert. Das Kleben erfolgt hierbei durch die Interdiﬀusion
von PMMA-Ketten aus dem Mikrotomschnitt und der PMMA Beschichtung des
Siliziumwafers. Um die Diﬀusion bei Raumtemperatur zu erhöhen, werden die
Probe für zirka 10 Stunden in einer gesättigten Toluolatmosphäre stehen gelassen.
Das Toluol quillt dabei das Polymer an und senkt die Glasübergangstemperatur
auf Werte unterhalb der Raumtemperatur ab. Die Interdiﬀusion führt zu einer
Verschlaufung der Ketten und somit zur Fixierung der Schnitte.
6.3. Ätzverfahren
Das Kollagen und HA soll gleichmäßig mit Hilfe eines nasschemischen Ätzverfahrens
auf der Nanometerskala abgetragen werden. In der Literatur [12, 14, 118, 177–179]
wurden bereits verschiedene nasschemische Ätzverfahren an Knochen beschrieben.
Gute Ergebnisse wurden dabei für den anorganischen Bestandteil mit HCOOH,
HCl und Zitronensäure (C6H8O7) und für den organischen Anteil mit der Kolla-
genase und NaOCl erzielt. Für die Nanotomographie am nativen Knochen wurde
als Ätzreagenz für das Hydroyxlapaptit HCOOH gewählt, da diese auch in der
Experimentellen Orthopädie in Halle zur Demineralisierung der Knochenproben
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genutzt wird [174]. Für den Kollagenabtrag wurde NaOCl ausgewählt. Beide Ätz-
reagenzien lassen sich gut handhaben. Die gewünschte Konzentration kann ohne
präparativen Aufwand leicht hergestellt werden. Im folgenden Kapitel werden die
verschiedenen Ätzprotokolle für das schrittweise Abtragen der Knochenproben
detailliert beschrieben.
Ein weiterer wichtiger Aspekt ist die Bestimmung der Ätzrate. Die verwendeten
Methoden zur Ermittlung der Abtragrate werden in diesem Abschnitt vorgestellt
und anschließend diskutiert. Des Weiteren soll ein Einblick in die Chemie des Ätzpro-
zesses gegeben werden. Mit Hilfe der EDX-Analyse und der Raman-Spektroskopie
kann die chemische Zusammensetzung des kortikalen nativen Knochens erfasst und
Änderungen durch das Ätzen detektiert werden. Die Ergebnisse der analytischen
Messmethoden werden im Folgenden vorgestellt und ebenfalls diskutiert.
6.3.1. Ex situ - Ätzprotokoll für die Nanotomographie an
nativen Knochen
Die nativen Knochenproben wurden, wie in Kapitel 6.2.1 beschrieben, präpariert
und an Luft abgebildet. Als Ätzreagenz für die anorganische Komponente (HA),
wurde eine 0,5%-ige HCOOH-Lösung genutzt. Die Ätzzeit betrug dabei zunächst
30 Sekunden pro Schicht. Anschließend wurde die Probe mit CH3OH und destillier-
tem Wasser gespült. Nach einer kurzen Trocknungszeit (≈ 10 Minuten) folgte der
zweite Ätzschritt. Die organische Komponente wurde mit einer 1%-igen NaOCl-
Lösung für 30 Sekunden pro Schicht geätzt. Um den Ätzprozess zu stoppen und
eventuelle Rückstände des Ätzens zu entfernen, wurde die Probe mit destilliertem
Wasser gespült. Um dem Trocknungsprozess zu beschleunigen, wurde abschließend
noch einmal mit CH3OH nachgespült. Das Spülen mit CH3OH hat nicht nur
den positiven Aspekt, dass der Trocknungsprozess beschleunigt wird, sondern es
dient auch zur Entfettung der Knochenoberﬂäche. Bevor die Probe in das AFM
eingebaut wurde, wurde diese mit Druckluft von eventuell noch vorhandenen
Wasserrückständen befreit.
Die einzelnen Kollagenﬁbrillen konnten aufgrund der starken Abtragrate von 30
Sekunden pro Ätzschritt nicht von einer in die nächste Schicht verfolgt werden, so
dass das Ätzprotokoll für weitere AFM-Untersuchungen abgeändert wurde. Die
Ätzzeit wurde dabei auf drei Sekunden pro Ätzschritt reduziert. Die Ätzreagenzien
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und der Ablauf des Protokolls blieben, wie oben beschrieben, unverändert.
6.3.2. Bestimmung der Ätzrate
Zur Bestimmung der Ätzrate nativer Knochenproben wurde nach jedem Ätzschritt
die Masse der Probe mit Hilfe einer Waage (Sartourius RC 250 S, Sartourius
AG, Göttingen) ermittelt. Dazu wurde die Knochenprobe, wie in vorhergehenden
Kapitel 6.3.1 erläutert, geätzt. Die Knochenprobe wird beim Ätzen komplett in
die Ätzlösung eingetaucht und kann somit von allen Seiten abgetragen werden.
Nach dem Ätzprozess wurde der Knochen letztendlich an Luft getrocknet und
am selben Abend (nach Trocknung an Luft und vor Lagerung im Kühlschrank)
und am nächsten Morgen (nach Entnahme aus dem Kühlschrank und vor dem
Ätzprozess) gewogen. Dieser Vorgang wurde so oft wiederholt bis ein eindeutiger
Trend der Gewichtsreduktion zu erkennen war.
Eine Auftragung der gemessenen Werte gegen die einzelnen Ätzschritte ist in
Abbildung 6.5 zu sehen. Die lineare Regression dieser Auftragung liefert eine
Steigung, deren Betrag der Masseabnahme der gesamten Probe je Ätzschritt
entspricht. Unter der Annahme, dass die Oberﬂäche gleichmäßig geätzt wird kann
aus der linearen Regression einen Wert für den Masseverlust von∆m = 4.94 · 10−4 g
pro Ätzschritt erhalten werden. Zudem ist in Abbildung 6.5 (b) der Verlauf der
Luftfeuchtigkeit während der Messung der Masse aufgetragen. Die Abweichungen
der Masseabnahme vom linearen Verlauf korrelieren mit den Schwankungen der
Luftfeuchtigkeit. Aufgrund der schwankenden Luftfeuchtigkeit kann zudem das
Gewicht des Knochens beeinﬂusst worden sein. Dies lässt sich dadurch erklären,
dass die Umgebungsfeuchteschwankungen zu einer Veränderung des Wassergehaltes
der Probe und damit zu einer Gewichtszu- bzw. abnahme führen.
Um den Abtrag ∆d in nm pro Ätzschritt bestimmen zu können, ist es erfor-
derlich das Volumen und die Dichte der Knochenprobe zu ermitteln. Mit Hilfe
einer Mikrometerschraube wurden folgende Abmessungen der Probe bestimmt:
10,6 × 9,4 × 1,7 mm3. Daraus resultiert ein Probenvolumen von V = 169,4 mm3.
Nach der Gleichung ρ = m0
V
lässt sich die Dichte ρ der Probe bestimmen, wobei
m0 die Ausgangsmasse (m0 = 0,2958 g) ist. Die Dichte der Probe beträgt somit
1,746 · 106 g/m3, welche damit in etwa dem Literaturwert [180] für Oberschenkel-
knochen von ρ = 2,06 · 106 g/m3 entspricht. Bei einem gleichmäßigen Abtrag der
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Abbildung 6.5.: Diagramm zur Bestimmung der Ätzrate von nativen Knochen
durch die Ermittlung der Gewichtsabnahme der Probe. (a) zeigt die aufgenom-
menen Messwerte abends und am folgenden Morgen nach dem Ätzen, sowie (b)
den dazugehörigen Verlauf der Luftfeuchtigkeitsdaten.
gesamten Probenoberﬂäche A ergibt sich mittels ∆d = ∆m
A·ρ
ein Höhenabtrag von
∆d = 1,05 µm pro Ätzschritt. Bei der zweiten Ätzserie, bei der die Ätzzeit pro
Ätzschritt nur 3 Sekunden betrug, wurde auf die gleiche Weise ein Höhenabtrag
von 0,40 µm pro Ätzschritt bestimmt.
6.4. Analytische Untersuchung des Ätzprozesses
6.4.1. Nasschemisches Ätzen
Die nativen Knochenproben wurden, wie in Kapitel 6.2.1 beschrieben, präpariert
und an Luft abgebildet. Abbildung 6.6 zeigt AFM-Höhenbilder vom nativen Kno-
chen nach aufeinander folgenden Ätzschritten. Die nummerierten weißen Pfeile
markieren jeweils dieselbe Stelle nach jedem Ätzschritt.
Vor und nach den ersten zwei Ätzschritten sind noch Schleif-und Polierspuren
in den Höhenbildern zu erkennen die quer zu den Lamellen verlaufen (Abb. 6.6,
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d) 3. Ätzschritt 
a) poliert b) 1. Ätzschritt c) 2. Ätzschritt 
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Abbildung 6.6.: 40 × 40 µm 2 große AFM-Höhenbilder vom nativen Knochen
der ersten Ätzserie. (a) mechanisch poliert, (b) nach dem ersten Ätzen mit
einer 0,5%-igen HCOOH-Lösung, (c) nach dem zweiten Ätzen mit einer 1%-
igen NaOCl-Lösung und (d) - (l) nach dem Ätzen mit einer 0,5%-igen HCOOH-
Lösung sowie einer 1%-igen NaOCl-Lösung (siehe Kapitel 6.3.1). Die Bilder
wurden einem Flatten erster Ordnung unterzogen. Im Anhang 2 sind alle AFM-
Höhenbilder der Ätzreihe dargestellt.
gelbe Pfeile). Zudem sind vereinzelt größere Partikel auf der Probenoberﬂäche
sichtbar, die auf Verunreinigungen zurückzuführen sein könnten (Abb. 6.6, gelbe
Ellipsen). Die Knochenoberﬂäche wird mit fortschreitendem Ätzen rauer und weist
bereits nach dem fünften Ätzschritt tiefere Bereiche auf, die durch den Ätzprozess
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hervorgerufen wurden. Weiterhin kann beobachtet werden, dass die Oberﬂäche mit
fortschreitendem Ätzen nicht unmittelbar noch rauer wird. Schlussfolgernd kann
festgestellt werden, dass die mechanische Politur einen Schaden in dem oberen 2 µm
Bereich verursacht und somit die Mikrostruktur des Knochens in diesem Bereich
zerstört. Mit fortschreitendem Ätzen wird die mechanisch geschädigte Oberﬂäche
abgetragen und das Abbilden der nativen Knochenoberﬂäche ermöglicht.
Im Folgenden werden nun die ersten drei AFM-Aufnahmen aus Abbildung 6.6
detaillierter erläutert. In Abbildung 6.7 ist ein (a) TM-AFM-Höhen- und (b)
Amplitudenbild nach der mechanischen Behandlung (Schleif- und Polierprozess)
dargestellt.
Im Höhenbild sind hellere (hohe) und dunklere (tiefe) Bereiche erkennbar. Die
Oberﬂäche ist auch nach dem Schleif- und Polierprozess rau. Zudem sind im Höhen-
bild Riefen vom Schleif- und Polierprozess erkennbar (Abb. 6.7 (a), gelbe Pfeile).
Das Phasenbild ist sehr kontrastreich, so dass sich strukturelle Details erkennen
lassen. Im Amplituden- und Phasenbild können kornartige, ovale Strukturen beob-
achtet werden, die im Bereich von ca. 50 bis 150 nm liegen (Abb. 6.7 (b) und (c),
weiße Ellipsen). Des Weiteren erscheinen im Amplituden- und Phasenbild neben
den kleineren kornartigen auch wesentlich größere Strukturen (Abb. 6.7 (b) und
(c), weiße Pfeile). Es kann nicht geklärt werden, ob die größeren Strukturen der
organischen Komponente der Kollagenﬁbrillen zugeordnet werden kann.
Als nächsten Schritt wurde die Probe mit einer 0,5%-igen HCOOH-Lösung für
30 Sekunden geätzt, mit Methanol sowie destilliertem Wasser gespült, an Luft
getrocknet und mit dem AFM abgebildet (Abb. 6.8). Anschließend wurde dieselbe
Probe mit einer 1%-igen NaOCl-Lösung für 30 s geätzt, mit destilliertem Wasser
gespült, getrocknet (an Luft) und zur Abbildung wieder in das AFM eingebaut
(Abb. 6.9). Die gelben Pfeile in den Höhenbildern in Abbildung 6.8 (a) und 6.9 (a)
zeigen dieselbe Position auf der Probenoberﬂäche nach dem jeweiligen Ätzschritt.
Die Probe ist während der AFM-Messung gedriftet, wodurch die AFM-Bilder nach
dem Ätzen mit HCOOH verzerrt sind (Abb. 6.8). Die Drift kann durch Tempe-
raturschwankungen (thermische Drift) oder einer Hysterese des Piezo-Scanners
hervorgerufen worden sein. Im Höhenbild (Abb. 6.8 (a)) kann zwischen hellen
und dunklen Bereichen unterschieden werden. Nach dem Ätzen mit HCOOH kön-
nen im Höhenbild Bereiche mit regelmäßigen Strukturen beobachtet werden, die













Abbildung 6.7.: (a) Höhen-, (b) Amplituden- und (c) Phasenbild einer me-
chanisch behandelten, nativen Knochenprobe. Die Bilder wurden einem Flatten
erster Ordnung unterzogen.
ßig angeordeten streifenartigen Strukturen werden in der Literatur [16, 28] als
Kollagenﬁbrillen interpretiert. Im Amplitudenbild (Abb. 6.8 (b)) ist ein dichtes
Netzwerk von miteinander verbundenen Kollagenﬁbrillen erkennbar, die parallel
verlaufen (gelb markierte Ellipsen) oder ungeordnet (gelb gestrichelte Rechtecke)
auf der Probenoberﬂäche liegen.
Die Vergrößerung (Abb. 6.8 A) des markierten Ausschnittes A in Abbildung 6.8
(b) zeigt eine hochaufgelöste Aufnahme von einem Netzwerk aus Kollagenﬁbrillen
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Abbildung 6.8.: (a) TM-AFM-Höhen- und (b) Amplitudenbild nach dem Ätzen
mit einer 0,5%-igen HCOOH-Lösung, (A) und (B) stellen Vergrößerungen der
in (b) gekennzeichneten weißen Rechtecke dar. Auf die Bilder wurde ein Flatten
erster Ordnung angewendet.
eingebettet im nativen kortikalen Knochen nach dem Ätzen mit Ameisensäure. In
dieser hochauﬂösenden Vergrößerung sind die Kollagenﬁbrillen das dominierende
Merkmal mit dem typischen Wiederholabstand der D-Banden von 67 nm. Die
gleichmäßige streifenartige Anordnung der D-Band-Struktur gibt die Richtung der
Kollagenﬁbrillen an. Die einzelnen Kollagenﬁbrillen variieren stark in ihrer Breite,
die von etwa 50 nm bis 200 nm reicht. Weiterhin können ovale Strukturen auf und
neben den Kollagenﬁbrillen beobachtet werden, die in der Größenordnung von zirka
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50 nm bis 80 nm liegen (Abb. 6.8 A, Pfeil 1). Auch Hassenkam et al. beobachten
im trabekulären Rinderknochen Strukturen (die sie als Anhäufung bezeichnen)
zwischen und auf den Kollagenﬁbrillen, die jedoch in der Größenordnung von
15 bis 30 nm liegen [16] (Abb. 2.2 (b)). Diese Anhäufungen wurden von dieser
Gruppe den anorganischen Anteilen oder nichtkollagenen Proteinen zugeordnet,
die die Kollagenﬁbrillen umgeben (siehe Kapitel 2). Es kann zur Zeit nicht geklärt
werden, ob die beobachteten Partikel den anorganischen oder nichtkollagenen
organischen Anteilen zugeordnet werden können oder es sich um Verunreinigungen
handelt, die auf den Ätzprozess zurückzuführen sein könnten. In einigen Fällen
scheint es, dass die D-Band-Struktur mehrerer Fibrillen ineinander greifen und
somit Bündel aus einzelnen Kollagenﬁbrillen erkennbar sind (Abb. 6.8 A, Pfeil 2).
In der oberen linken Ecke laufen zwei einzelne Fibrillen scheinbar zusammen und
verbinden sich (Abb. 6.8 A, Pfeil 3). Interessant ist die Anordnung der Fibrillen in
Abbildung 6.8 B. Die große Fibrille (Abb. 6.8 B, rot umrandete Fibrille) spaltet sich
scheinbar in mehrere kleinere Fibrillen (Abb. 6.8 B, blau gestrichelte Markierung)
auf. Weiterhin ist erkennbar, dass diese kleineren Fibrillen wiederum von einer
weiteren Fibrille umgeben zu sein scheinen (Abb. 6.8 B, gelber Pfeil).
Abbildung 6.9 zeigt das Höhenbild (a), sowie das Amplitudenbild (b) nach dem
Ätzen mit einer 1%-igen NaOCl-Lösung für 30 Sekunden. Im Höhenbild können
wiederum zwischen hellen und dunklen Bereichen unterschieden werden. Es können
jedoch keine regelmäßig angeordneten streifenartige Strukturen beobachtet werden.
Auch im Amplitudenbild (Abb. 6.9 (b)) können nach dem Ätzen mit NaOCl
nur noch wenige Kollagenﬁbrillen auf der Probenoberﬂäche festgestellt werden.
Die weißen Pfeile in der TM-AFM-Höhen- und Amplitudenaufnahme (Abb. 6.9
(a) und (b)) zeigen auf Partikel, die sich auf der Oberﬂäche beﬁnden, die auf
Verunreinigungen oder Ätzrückstände zurückzuführen sein könnten.
Die Vergrößerung (Abb. 6.9 A) zeigt eine hochaufgelöste Aufnahme der Kno-
chenoberﬂäche nach dem Ätzen mit NaOCl. Es ist zu erkennen, dass nur noch
wenige Kollagenﬁbrillen mit dem typischen Wiederholabstand der D-Banden von
67 nm auf der Probenoberﬂäche zu ﬁnden sind. Das Ätzen mit NaOCl hat einen
großen Teil der Kollagenﬁbrillen abgetragen. Bei den noch verbliebenen Fibrillen
tritt die D-Band-Struktur noch stärker hervor, so dass eine scheinbar scharfe
Abgrenzung der D-Band-Struktur möglich ist. Abbildung 6.9 B zeigt, dass die
zuvor beobachteten Fibrillen (Abb. 6.8 B, blau gestrichelte Markierung) durch
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Abbildung 6.9.: (a) TM-AFM-Höhen- und (b) Amplitudenbild nach dem Ätzen
mit einer 1%-igen NaOCl-Lösung, (A) und (B) stellen Vergrößerungen der in
(b) gekennzeichneten weißen Rechtecke dar. Auf die Bilder wurde ein Flatten
erster Ordnung angewendet.
das Ätzen mit einer 1%-igen NaOCl-Lösung komplett abgetragen wurden. Die
Probenoberﬂäche ist nach dem Ätzen relativ eben und es können nur noch Reste
der zuvor beschriebenen Kollagenﬁbrillen beobachtet werden.
Abbildung 6.10 zeigt ein TM-AFM-Phasenbild nach dem Ätzen mit einer 0,5%-
igen HCOOH-Lösung. Auch hier kann zwischen hellen und dunklen Bereichen
unterschieden werden. Die hellen Bereiche entsprechen dabei einem hohen, die
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Abbildung 6.10.: (a) TM-AFM-Phasenbild einer nativen, humanen Knochen-
probe. (b) zeigt eine Vergrößerung des in (a) gelb markierten Kastens. Die weißen
Pfeile in (b) kennzeichnen die Periodizität der D-Band-Struktur. (c) zeigt ein
Profil entlang der Strecke AB auf einer einzelnen Fibrille. Resultierend aus dem
Profil ergibt sich eine sich wiederholende Struktureinheit mit einer Periodizität
von ∼ 67 nm. Auf die Bilder wurde ein Flatten erster Ordnung angewendet.
Die Fibrillen (Abb. 6.10 (a) und (b)) zeigen periodische Strukturen, die der
natürlichen Periodizität der D-Bande (markiert durch die weißen Pfeile in (b))
entsprechen. Um die Periodizität der Fibrillen zu überprüfen wurde ein Querschnitt
entlang der Strecke AB auf einer der Kollagenﬁbrillen vermessen (Abb. 6.10 (b)).
Das Proﬁl weist eine periodische Wiederholung mit einem Maximum-Maximum-
Abstand von (67 ± 3) nm auf (Abb. 6.10 (c)).
Aus den Ätzexperimenten wird zunächst ersichtlich, dass unter Verwendung der
HCOOH die Fibrillenstruktur deutlich hervortritt, wohingegen nach dem Ätzen mit
NaOCl-Lösung die organischen Bestandteile abnehmen, d.h. die Fibrillen aufgelöst
werden. Um den Ätzprozess besser verstehen zu können, wird im Anschluss an die
AFM-Messungen mit Hilfe der EDX-Analyse die Elementzusammensetzung des
kortikalen nativen Knochens nach jedem Ätzschritt untersucht.
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6.4.2. Energiedispersive Röntgenspektroskopie
Die Probe wurde zunächst mit einer 0,5%-igen HCOOH-Lösung und anschließend
mit einer 1%-igen NaOCl-Lösung geätzt (siehe Kapitel 6.3.1). Nach dem Ätzen
wird die Knochenstruktur mittels der ESEM-Technik abgebildet. Diese ermöglicht
die Oberﬂächenuntersuchung des noch feuchten, nicht elektrisch leitenden Kno-
chens. Abbildung 6.11 zeigt den Messbereich auf der Probenoberﬂäche, der mit
dem fokussierten Elektronenstrahl abgerastert wurde. Der gelb markierte Bereich
stellt die Messstelle dar, die für die EDX-Analyse genutzt wurde. Vor dem Ätzen
10 µm
Abbildung 6.11.: ESEM-Aufnahme eines nativen humanen Knochens. Dieser
wurde für die Untersuchungen nicht bedampft. Der gelbe Kasten zeigt die
Position die für die EDX-Analyse genutzt wurde.
(Abb. 6.12) konnten folgende Elemente detektiert werden: Kohlenstoﬀ (C) und
Stickstoﬀ (N) der organischen Anteile und die Elemente Ca, Phosphor (P), Na
und Mg der anorganischen Bestandteile. Die chemische Summenformel von HA
ist Ca10(PO4)6(OH)2. Aufgrund der Nichtstöchiometrie des HAs kann zu einem
gewissen Teil auch Natrium, Magnesium und Carbonat enthalten sein, die im EDX-
Spektrum detektiert werden. Dies liegt darin begründet, dass die Kristallstruktur
auf allen Ionenplätzen so ﬂexibel ist, dass leicht andere Ionen eingebaut werden
können (siehe Tabelle 6.2).
Abbildung 6.12 (rotes Spektrum) zeigt die EDX-Analyse nach dreimaligem
Ätzen mit einer 0,5%-igen HCOOH-Lösung für 1 Minute und anschließendem
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Spülen mit Methanol und destilliertem Wasser. Nach dem Ätzen mit HCOOH ist
erkennbar, dass von den anorganischen Elementen (Ca, Na, Mg und P) weniger
detektiert wurde als vor dem Ätzen. Hingegen kann auch beobachtet werden,
dass die Intensitäten der Elemente C und N der organischen Anteile ansteigen.
Anschließend wurde die Knochenprobe dreimal mit einer 1%-igen NaOCl-Lösung



























Abbildung 6.12.: EDX-Analyse vor dem Ätzen (schwarzes Spektrum), nach drei-
maligem Ätzen mit einer 0,5%-igen HCOOH-Lösung (rotes Spektrum) und nach
dreimaligem Ätzen mit einer 1%-igen NaOCl-Lösung (blaues Spektrum) für je 1
Minute an nativen Knochen. Die Analyse zeigt die im Knochen vorkommenden
Elemente.
für 1 Minute geätzt und mit destilliertem Wasser gespült. Danach wurde eine
EDX-Analyse durchgeführt (Abb. 6.12, blaues Spektrum). Die zuvor zugeordneten
Elemente des Knochens konnten auch nach Verwendung des Ätzreagenz NaOCl
detektiert werden. Jedoch steigt die Intensität der Signale der Elemente Ca, P, Na
und Mg an, wohingegen die Intensitäten des C und N Signals nach dem Ätzen mit
NaOCl abfallen. Die EDX-Analyse zeigt, dass die hier verwendeten Ätzlösungen
die chemische Zusammensetzung der oberﬂächennahen Bereiche des Knochens
während des Ätzprozesses verändern. Die Analyse zeigt weiterhin, dass unter
92
6.4. Analytische Untersuchung des Ätzprozesses
Verwendung der HCOOH als anorganische Säure vorrangig der anorganische Anteil
abgetragen wird, wohingegen mit Hilfe der NaOCl-Lösung vorrangig die organische
Komponente geätzt werden kann.
6.4.3. Ramanmessungen
An den nativen Knochenproben wurden ramanspektroskopische Messungen in
unterschiedlichen Tiefen bezogen auf die Probenoberﬂäche durchgeführt, um Rück-
schlüsse auf die lokale Probenzusammensetzung auf der Mikrometerskala zu ziehen.
Die Knochenproben wurden, wie in Kapitel 6.3.1 beschrieben, geätzt und gespült.
Die Knochenprobe wird beim Ätzprozess komplett in die Ätzlösung eingetaucht
und somit von allen Seiten abgetragen. Die Probe wurde zunächst mit einer 0,5%-
igen HCOOH-Lösung und anschließend mit einer 1%-igen NaOCl-Lösung (siehe
Kapitel 6.3.1) geätzt. Der Messbereich ist in Abbildung 6.13 dargestellt. Die posi-
tionsabhängigen Ramanmessungen erfolgten an drei verschiedenen Stellen (Abb.
6.13 (b), weiße Beziﬀerung). Abbildung 6.14 (a) und (b) zeigen Ramanspektren
nach dem Ätzen mit einer 0,5%-igen HCOOH-Lösung (Ätzzeit: 30 Sekunden) für
unterschiedliche Fokuseinstellungen.
Die Ramanbanden wurden mit Hilfe der Literatur zugeordnet [181–188]. Neben
Messungen am nativen humanen Knochen wurden auch die Einzelkomponenten HA
und Kollagen aus der Rinderhaut mittels Raman-Spektroskopie untersucht. Die
Spektren wurden mit denen des humanen Knochens verglichen und ebenfalls zur
Zuordnung genutzt. Die typischen Banden des Knochens sind in Abbildung 6.14
(b) gekennzeichnet und zusammen mit den Banden des Apatits und des Kollagens
in Tabelle 6.3 zusammengestellt. Die ν1 Phosphatschwingung (PO4) bei 961 cm−1,
die ν2 PO4 Bande bei 438 cm−1 und die ν4 PO4 Bande bei 589 cm−1 weisen auf die
im Knochen vorkommende Mineralmatrix hin. Es existiert zusätzlich eine Bande
bei 1075 cm−1, welche den Carbonatgruppen in der Knochenprobe zugeordnet
werden kann. Bei höheren Frequenzen können weitere Banden beobachtet werden.
Dabei handelt es sich zum einen um die Amid III Bande (1256 cm−1), welche
für die CN Verknüpfung in der Peptidbindung des Kollagens typisch istt. Zum
anderen die CH Deformationsbande (1458 cm−1), die Amid I Bande (1677 cm−1,
NCO Verknüpfung in der Peptidbindung) und die Streckschwingung der CH
Bande (2937 cm−1). Die Amid I (1677 cm−1) und Amid III (1256 cm−1) Bande
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weisen vor Allem auf das Vorhandensein von Kollagen hin, wohingegen die CH
Deformationsbande bei 1458 cm−1 und die Streckschwingung bei 2937 cm−1 den
kollagenen und nichtkollagenen organischen Bereichen zuzuordnen sind [189–191].
Für die Messung der Tiefenproﬁle wurde der Anregungslaser zunächst auf die








Abbildung 6.13.: Optische Aufnahmen des Messbereich in der nativen kompak-
ten Knochenprobe. (a) 10fache Vergrößerung, (b) 100fache Vergrößerung. Die
weißen Ziffern in (b) zeigen die einzelnen Positionen der verwendeten Messstellen
während der positionsabhängigen Ramanmessungen in die Tiefe.
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Abbildung 6.14.: (a) und (b) zeigen Ramanspektren nach dem Ätzen mit
einer 0,5%-igen HCOOH-Lösung für unterschiedliche Fokustiefen, (c) stellt die
normierte Summe der Intensität über ein Frequenzintervall um der CH bzw.
ν1 Phosphatbande für verschiedene Fokustiefen dar. Die abstandsabhängige
Messung startet 5 µm über der Probenoberfläche und endet 5 µm unterhalb der
Probenoberfläche. Die in (c) eingezeichneten Linien (blau und rot) zeigen die
normierte Summe der Intensität über das in (b) farblich gezeigte Frequenzintervall
für die jeweilige Fokustiefe.
terhalb dieser Position. Es wurde jeweils in 200 nm Schritten ein Ramanspektrum
aufgenommen. Die Messung wurde an drei verschiedenen Stellen durchgeführt. Bei
diesen Raman-Tiefenproﬁlen kann festgestellt werden, dass die Positionsabhän-
gigkeit der CH und ν1 PO4-Linie verschieden ist. Abbildung 6.14 (c) stellt die
normierte Summe über ein Frequenzintervall um der CH bzw. ν1 PO4-Linie für
verschiedene Fokustiefen dar. Ein Punkt in der Summenkurve entspricht somit
der Intensität der entsprechenden Ramanbanden für einen bestimmten Abstand
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Bandenzuordnung kompakter synthetisches HA Kollagen
Knochen aus Rinderhaut
OH Streckschwingung - 3590 -
CH Streckschwingung 2937 - 2939
Amid I 1668 - 1667
CH Deformationsschwingung 1458 - 1456
Amid III 1256 - 1252
CO3 Streckschwingung 1075 1055 -
CO3 Deformationsschwingung 1032 1034 -
ν1 PO4 Bande 941 960
ν2 PO4 Bande 438 438
ν4 PO4 Bande 589 590 -
Tabelle 6.3.: Zuordnung der Ramanbanden (Werte in cm−1) für humanen,
kortikalen Knochen, synthetisches HA und Kollagen aus der Rinderhaut (nach
[181–191]).
z während der Messung. Beim Annähern an die Oberﬂäche steigt zunächst die
Bandenintensität der CH Linie an, wobei deren Maximum an der Probenoberﬂä-
che liegt. Die Zunahme der Intensität der ν1 PO4-Schwingung (∼ 961 cm−1) ist
hingegen erst tiefer zu beobachten. Dies lässt sich dadurch erklären, dass durch
das Ätzen mit HCOOH nur der anorganische Bestandteil abgetragen wird. Aus
dem Abstand der beiden Maxima kann auf die Abtragrate und Eindringtiefe der
Ätzlösung geschlossen werden. Der Abstand beider Maxima beträgt nach dem
ersten Ätzen mit HCOOH ∼ 1,1 µm (Abb. 6.14 (c)). Bei weiteren Ätzschritten mit
HCOOH kann beobachtet werden, wie sich der Abstand zwischen den Maxima der
CH und der ν1 PO4-Bande vergrößert (Abb. 6.15, Stelle 1). Der Abstand beider
Banden wurde nach jedem Ätzen mit HCOOH an verschiedenen Probenstellen
bestimmt. Tabelle 6.4 zeigt die dabei bestimmten Abstände an den in Abbildung
6.13 (b) markierten Stellen.
Anschließend wurde die Knochenprobe mit einer 1%-igen NaOCl-Lösung für
30 Sekunden geätzt. Das Ätzen mit NaOCl trägt bevorzugt den organischen
Bestandteil ab, wobei der oben beschriebene Eﬀekt rückläuﬁg beobachtet werden
kann. Der Abstand der Maxima zwischen der CH und der ν1 PO4 Bande verringert
sich nach jedem Ätzschritt (Abb. 6.15, Stelle 1).
Tabelle 6.5 zeigt die dabei bestimmten Abstände der Maxima an den bereits
oben verwendeten Stellen 1, 2 und 3 (Abb. 6.13 (b)). Aus den Werten kann gesehen
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Abbildung 6.15.: Darstellung der normierten Summe über ein Frequenzintervall
um die CH bzw. ν1 PO4-Linie für verschiedene Fokustiefen nach dem Ätzen
mit HCOOH und NaOCl-Lösung an der Messstelle 1. Die abstandsabhängige
Ramanmessung wurde nach jedem Ätzschritt an derselben Stelle durchgeführt.
Dabei entspricht ein Punkt der Intensität der entsprechenden Ramanbande für




Ätzschritt 0. 1. 2. 3.
Stelle 1 0,6 1,0 1,1 1,8
Stelle 2 0,4 1,2 1,5 2,1
Stelle 3 0,5 0,8 1,6 2,1
Tabelle 6.4.: Ermittelte Abstände der Maxima der CH-Bande von denen der
Phosphatlinie (ν1 PO4) an verschiedenen Messstellen für unterschiedliche Ätz-
schritte mit 0,5%-iger HCOOH für 30 s und anschließendem Spülen mit CH3OH
und destilliertem Wasser.
Abstand (µm)
Ätzschritt 1. 2. 3.
Stelle 1 1,2 1,0 0,5
Stelle 2 1,7 0,9 0,7
Stelle 3 2,2 1,0 0,7
Tabelle 6.5.: Ermittelte Abstände der Maxima der CH-Bande von denen der
Phosphatlinie (ν1 PO4) an verschiedenen Messstellen für unterschiedliche Ätz-
schritte mit 1%-iger NaOCl-Lösung für 30 s und anschließendem Spülen mit
destilliertem Wasser und CH3OH.
werden, dass das Maximum der Kurve der ν1 PO4-Schwingung sich der Position
des Maximums der Kurve der CH-Bande annähert. Der auf diesem Weg bestimmte
Abtrag durch das Ätzen mit einer 0,5%-igen HCOOH-Lösung für 30 Sekunden
beträgt im Durchschnitt etwa (0,5 ± 0,1) µm. Beim Ätzen mit 1%-iger NaOCl-
Lösung für 30 Sekunden und anschließendem Spülen mit destilliertem Wasser
und CH3OH kann ein lokaler Abtrag von (0,5 ± 0,2) µm beobachtet werden. Der
auf diese Weise bestimmte Materialabtrag, 0,5 µm mit HCOOH und 0,5 µm mit
NaOCl, ergibt einen Gesamtabtrag von 1 µm für das aufeinander folgende Ätzen mit
beiden Säuren. Diese Ätzrate stimmt sehr gut mit der aus der Gewichtsreduktion
bestimmte Ätzrate überein.
Die Schwierigkeit besteht zum einen in der Positionierung derselbe Messstelle
nach jedem Ätzschritt, da durch den Ätzprozess die Rauigkeit der Probenoberﬂäche
zunimmt. Dadurch können bereits kleine Abweichungen von dem ausgewählten
Messpunkt zu verhältnismäßig großen Fehlern führen. Zum anderen ist der Knochen
heterogen, so dass der Abtrag nicht gleichmäßig stattﬁndet. Aus diesen Gründen
ist die Schwankung der Abstände nach jedem Ätzschritt und somit auch der
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Fehler bei der Bestimmung der Ätzrate sehr groß. Alles in Allem zeigen die
ramanspektroskopischen Messungen den Mechanismus des Ätzvorganges auf der
mikroskopischen Ebene.
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass HCOOH das HA aus dem Knochen
herauslöst und NaOCl das Kollagen und die organischen Bestandteile des Knochens
ätzt.
6.5. Abbildung der Mikro- und Nanostruktur
Durch die Anwendung von elektronen- und rasterkraftmikroskopischen Techniken
ist es gelungen, die verschiedenen Strukturebenen des kortikalen nativen Knochens
abzubilden und ihre Morphologie quantitativ zu erfassen. Strukturelle Details auf
der Millimeter- und Mikrometerskala sind ausgiebig in der Literatur beschrieben
und gut verstanden [3, 9–11, 15, 17, 18, 110, 111]. An dieser Stelle werden wesentli-
che Strukturmerkmale des Knochens, die mittels der in dieser Arbeit verwendeten
mikroskopischen Techniken abgebildet wurden (optische Mikroskopie, AFM, REM),
gezeigt.
Optische Mikroskopie, AFM und REM
Die optische Mikroskopie erlaubt die Zuordnung der AFM-Resultate zu den Struk-
turelementen auf der 100 bis 1000 Mikrometerskala. Abbildung 6.16 stellt eine
Lichtmikroskopieaufnahme einer nativen kortikalen Knochenprobe nach dem Schleif-
und Polierprozess dar. Die optische Aufnahme zeigen die in der Literatur bekannten
Baueinheiten des Knochens [11, 110, 111]. Dabei lassen sich die bereits in den
theoretischen Grundlagen (Kapital 6.1.2) erwähnten Osteonsysteme erkennen. Das
Bild zeigt hier einen Schnitt entlang eines Osteonsystems, das in Längsrichtung
des Knochens verläuft und aus konzentrisch angeordneten Lamellen bestehen. Des
Weiteren ist ein Versorgungskanal (Havers-Kanal) zu sehen, der in der Mitte eines
Osteons liegt. In Abbildung 6.16 sind weiterhin Schaltlamellen erkennbar, die durch
den ständigen Umbau der Osteone den Raum zwischen diesen auﬀüllen. Die hier
gezeigten Strukturen in der Lichtmikroskopieaufnahme können den in der Literatur
beschriebenen Strukturen zugeordnet werden.












Abbildung 6.16.: Optische Mikroskopieaufnahme (Auflicht) des kompakten
Knochens nach dem Schleif- und Polierprozess. Die Struktureinheiten des Kno-
chens sind in der Abbildung gekennzeichnet (S = Schaltlamellen, L = Lamellen,
H = Havers-Kanal).
tikalen Knochens nach dem mechanischen Polieren. Es sind deutliche Schleifspuren
zu erkennen, die auch in der AFM-Übersichtsaufnahme (Abbildung 6.17 (b)) zu
erkennen sind und zur Registrierung der beiden Bilder verwendet werden können.
Die nummerierten weißen Pfeile (Abb. 6.17 (a) und (b)) kennzeichnen dieselben
Positionen im optischen und im TM-AFM-Bild. Das optische Bild zeigt auch hier
ein Osteonsystem, bestehend aus dem Haverschen Kanal und den umgebenden
Lamellen (Abb. 6.17 (a)). In der AFM-Übersichtsaufnahme ist der Haversche Kanal
nicht sichtbar. Dieser Bereich wurde während des Abtastens der Probenoberﬂäche
nicht untersucht, um die AFM-Spitze zu schonen. Im AFM-Bild sind deutlich die
konzentrisch um den Haverschen Kanal angeordneten Lamellen erkennbar. Beim
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Abbildung 6.17.: Vergleich (a) eines optischen Mikroskopiebildes mit (b) ei-
ner aus mehreren 80 × 80 µm2 großen TM-AFM-Höhenbildern resultierenden
Abbildung an derselben nativen Knochenprobe. Die nummerierten weißen Mar-
kierungen zeigen jeweils dieselbe Stelle auf der Probenoberfläche in den beiden
aufgenommenen Bildern (L = Lamellen, H = Haverscher Kanal).
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Vergleich der beiden Bilder fällt auf, dass in der TM-AFM-Aufnahme einige Struk-
turen etwas deutlicher hervortreten (Abb. 6.17, gelbe Pfeile in (a) und (b)), als im
optischen Bild. Zudem sind feine Lamellenstrukturen erkennbar (Abb. 6.17 (b),
gelber Kasten), die einen tiefer im Material liegenden Versorgungskanal andeuten
könnten [174]. Außerdem können in den AFM-Aufnahmen auf der Probenoberﬂä-
che vereinzelt Verunreinigungen vom Schleifen beobachtet werden (Abb. 6.17 (b),
gelbe Markierung) [174]. Abbildung 6.17 zeigt, dass die größeren Strukturen in
den AFM-Aufnahmen gut mit dem optischen Bild vergleichbar sind.
Abbildung 6.18 zeigt (a) ein TM-AFM-Amplitudenbild einer nativen Knochen-
probe (parallel zur Knochenachse geschnitten) nach dem 11. Ätzschritt. Die Probe
wurde zuerst mit einer 0,5%-igen HCOOH-Lösung und dann mit 1%-iger NaOCl-
Lösung geätzt, sowie anschließend mit CH3OH und Wasser gespült (Kap. 6.3.1).
Nach jedem Ätzschritt wurden an derselben Stelle TM-AFM-Höhen-, Amplituden-
und Phasenbild aufgenommen. In der Aufnahme ist ein dichtes Netz von Kollagen-
ﬁbrillen (Abb. 6.18 (a) und (c)) erkennbar, die parallel zueinander verlaufen (Abb.
6.18 (a), gelb markierte Ellipse), sich winden (Abb. 6.18 (a), gelbe Rechtecke) oder
auch ungeordnet auf der Probenoberﬂäche liegen (Abb. 6.18 (a), gelb gestrichelte
Rechtecke). Interessant ist die Anordnung der Fibrillen innerhalb der durchgezoge-
nen Rechtecke in Abbildung 6.18 (a), da die Fibrillen sich um ein gemeinsames
Zentrum winden. Neben diesen gut erkennbaren Kollagenﬁbrillen existieren auch
Stellen, die eben erscheinen und an denen keine regelmäßige Struktur erkennbar ist
(Abb. 6.18 (a), schwarze Ellipsen). In der Vergrößerung (Abb. 6.18 (d)) sind die
Kollagenﬁbrillen das dominierende Merkmal, die die typische D-Band-Struktur mit
einem Wiederholabstand von 67 nm zeigen. Die D-Band-Struktur gibt wiederum
die Richtung der Fibrillen an. Nach dem Ätzen ist in vielen Kollagenﬁbrillen
eine scharfe Abgrenzung der D-Band-Struktur erkennbar. Die einzelnen Fibrillen
variieren stark in ihrer Breite, die von 50 bis 250 nm reichen. Darüber hinaus
können unterschiedliche Orientierungen der Fibrillen beobachtet werden (Abb. 6.18
(d)). Es existieren Fibrillen, die eine fast vertikale Ausrichtung aufweisen, wie zum
Beispiel Fibrille A in Abbildung 6.18 (d) zeigt. Neben dieser vertikalen Orientierung
kann eine um 40° gedrehte Ausrichtung der Kollagenﬁbrillen zueinander festgestellt
werden (Abb. 6.18 (d), Fibrille B und C). Wagermaier et al. haben mit Hilfe
der Kleinwinkel-Röntgenstreuung (SAXS) und der Weitwinkel-Röntgenstreuung
(WAXS) die dreidimensionale Orientierung mineralisierter Fibrillen innerhalb einer
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Abbildung 6.18.: (a) TM-AFM-Amplitudenbild einer nativen Knochenprobe
nach dem 11. Ätzen mit einer 0,5%-igen HCOOH-Lösung und einer 1%-igen
NaOCl-Lösung und (b) FE-REM-Aufnahme eines nativen Knochens nach drei-
maligem Ätzen mit HCOOH und NaOCl. Die TM-AFM-Messungen und REM-
Untersuchungen fanden nicht an derselben Knochenprobe statt. (c) Vergrößerung
des schwarz gestrichelten Rechtecks und (d) eine Vergrößerung des weiß ge-
strichelten Rechtecks aus Abbildung 6.18 (a). In den Vergrößerungen können
Kollagenfibrillen mit der typischen D-Band-Struktur beobachtet werden. Die
Markierungen sind im Text erläutert.
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Osteonlamelle an humanen Knochen untersucht [192]. Das Modell ist in Abbil-
dung 6.19 dargestellt und veranschaulicht die Fibrillenorientierung relativ zur
Osteon-Achse. Sie konnten dabei feststellen, dass sich die Orientierung der Fibril-
len periodisch entsprechend der Dicke der einzelnen Lamellen in einem Intervall
von etwa 5 bis 7 µm ändert. Dabei variiert der Winkel µ von 10° bis 60° relativ
zur Osteon-Achse in Bezug zur ersten innersten Lamelle. Weiterhin konnten sie
feststellen, dass der Unterschied zwischen den maximalen und minimalen Werten
abnimmt wenn sich der Abstand vom Mittelpunkt des Osteons vergrößert.
Des Weiteren scheint es, dass die D-Band-Struktur benachbarter Fibrillen inein-
ander greifen und sich somit Bündel aus einzelnen Kollagenﬁbrillen bilden (Abb.
6.18, Pfeil 1). Der Pfeil 2 zeigt auf eine Fibrille, die sich scheinbar teilt (Abb. 6.18
(d)). Das Ineinandergreifen sowie das Teilen von Kollagenﬁbrillen im Knochen
wurde auch von Hassenkam et.al. beobachtet [16]. Neben den Kollagenﬁbrillen
können zudem kleinere Partikel in der Größenordnung von 15 bis 35 nm erfasst
werden (Abb. 6.18 (d), gelbe Pfeile). Ähnliche 15 bis 30 nm große Anhäufungen
































Abbildung 6.19.: Modell der Fibrillenorientierung relativ zur Osteonachse (nach
[192]).
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von diesen Autoren den anorganischen Anteilen oder nichtkollagenen Proteinen
zugeordnet, die die Kollagenﬁbrillen umgeben [16] (Abb. 2.2 (b)).
Zum Vergleich wurden native kortikale Knochenproben auch mit Hilfe der REM
abgebildet (Abb. 6.18 (b)) (siehe Kapitel 3.2.2). Dabei handelt es sich nicht um
dieselbe Probe, die zur AFM-Untersuchung (Abb. 6.18 (a)) genutzt wurde. Auch in
dieser REM-Aufnahme sind vereinzelt Kollagenﬁbrillen mit der typischen D-Band
Struktur erkennbar (6.18 (b), gelber Kasten). Neben diesen existieren Bereiche die
recht eben erscheinen und keine Strukturdetails enthalten (Abb. 6.18 (b), schwarz
markierte Ellipse).
Schlussfolgernd kann festgehalten werden, dass eine Probenpräparation (Kapitel
6.2.1) des nativen Knochens etabliert wurde, die Untersuchungen mit verschiedenen
Mikroskopietechniken ermöglicht. Insbesondere erlaubt die gefundene Präparati-
onstechnik die Form und Anordnung einzelner Kollagenﬁbrillen im kompakten
Knochen mit dem AFM abzubilden. Die aktuellen Arbeiten konzentrieren sich
auf nativen, kompakten, kortikalen Knochen aus dem Femur einer 45 Jahre alten
Spenderin, so dass der präparative Aufwand des Einbettprozesses nicht erforderlich
war. Es wurde ein geeignetes Präparationsprotokoll entwickelt, das die repro-
duzierbare Präparation der feuchten nativen kortikalen Knochenproben für die
rasterkraftmikroskopische Abbildung an Luft ermöglicht. Die Präparation beinhal-
tet insbesondere das Schneiden und das mechanische Polieren der Knochenproben
(siehe Kapitel 3.1). Eine Zuordnung der mit AFM abgebildeten Knochenstrukturen
konnte im Vergleich mit der Literatur [16, 27, 28, 31] erfolgen.
6.6. Volumenabbildung einzelner Kollagenfibrillen
im Knochen
Für die Rekonstruktion der räumlichen Struktur der im Knochen eingebetteten
Kollagenﬁbrillen wurde ebenfalls das Prinzip der Nanotomographie angewendet.
In diesem Abschnitt werden zwei unterschiedliche Ätzserien gezeigt und diskutiert.
Diese unterscheiden sich in der Ätzrate, die den mittleren Abstand zwischen den
aufgenommenen AFM-Bilder bestimmt. Die Ätzzeit betrug in der ersten Serie 30
Sekunden pro Schicht. Bei der zweiten Serie wurde diese auf drei Sekunden pro
Schicht reduziert, um einzelne Kollagenﬁbrillen von einer zur nächsten Schicht
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besser verfolgen zu können. Nach der Datenerfassung wurden die aufgenommenen
Bilderserien nachbearbeitet (siehe Kapitel 3.3.1) und zu Volumenbildern rekonstru-
iert.
Ätzserie mit großen Abtragschritten
Der Ablauf des Ätzvorgangs erfolgte wie im Kapitel 6.3.1 beschrieben. Die Probe
wurde zuvor bereits zehn Mal mit HCOOH und NaOCl-Lösung für je 30 Sekunden
geätzt. Die Rekonstruktion eines Volumenbildes erfordert einen großen Überlapp
der gewählten Messstelle in den aufgenommenen AFM-Bilder nach jedem Ätz-
schritt. Aufgrund eines zu großen Versatzes zwischen dem neunten und zehnten
Ätzschritt konnten diese beiden AFM-Bilder nicht sicher aneinander ausrichtet
werden. Daher dienten zur Rekonstruktion des hochaufgelösten Volumenbildes die
AFM-Aufnahmen ab dem zehnten Ätzschritt. Die Probe wurde zum Ätzen aus
dem AFM entnommen. Die AFM-Abbildung erfolgte an Luft. Da sich die Struktur
während des Ätzprozesses mikroskopisch verändern kann, ist das Auﬃnden der-
selben Stelle erschwert. Aus diesem Grund wurden zusätzlich AFM-Aufnahmen
mit 40 µm sowie 20 µm Seitenlänge aufgenommen, die zum Wiederauﬃnden der
Messstelle nach dem nasschemischen Ätzen dienten.
In Abbildung 6.20 sind drei ausgewählte registrierte TM-AFM-Höhenbilder aus
der Messreihe dargestellt. Die Größe der Bildausschnitte beträgt 40 × 40 µm2, bei
einer lateralen Auﬂösung von 256 × 256 Pixeln. In den Bildern sind helle (hohe) und
dunkle (tiefe) Bereiche erkennbar. Die Oberﬂäche ist sehr rau und mit tiefen Löchern
durchwachsen, die durch den Ätzprozess hervorgerufen wurden. Es sind keine
Verunreinigungen, keine Schleif- und Polierspuren und auch keine größeren Partikel
auf der Probenoberﬂäche sichtbar. Die unterschiedlichen Linien markieren jeweils
dieselbe Stelle (Vertiefung) in den gezeigten TM-AFM-Höhenbildern nach jedem
Ätzschritt (Abb. 6.20). Diese ermöglichen in Verbindung mit anderen signiﬁkanten
Merkmalen das Wiederauﬃnden derselben Messstelle nach dem Ätzen. Dazu kann
die in Abbildung 6.20 rot gestrichelte Markierung herangezogen werden, die in
allen drei Aufnahmen an dieser Stelle einen bogenförmigen Verlauf zeigt. Zum
anderen wurden auch die gelb nummerierten und mit einem Kreis markierten
Vertiefungen genutzt. In der linken unteren Ecke in Abbildung 6.20 (a) sind zwei
nebeneinander liegende Vertiefungen (V1 und V2, V = Vertiefung) zu erkennen.
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Abbildung 6.20.: AFM-Höhenbilder (40 × 40 µm2) der ersten Ätzserie. Gezeigt
werden dabei Aufnahmen nach dem (a) zehnten, (b) zwölften und (c) 14. Ätz-
schritt. Diese dienten zur Orientierung und Wiederauffinden der Messstelle nach
jedem Ätzschritt auf der Mikrometerskala. (d) REM-Aufnahme der Lamellen-
struktur von Oberschenkelknochen. Das Fischgrätenmuster ist in der Aufnahme
gut erkennbar (aus [193]). Die verwendeten Markierungen sind im Text erläutert.
Die AFM-Bilder wurden einem Flatten erster Ordnung unterzogen.
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Mit fortschreitendem Ätzen ändert sich die Form der einzelnen Löcher. Dabei kann
beobachtet werden, dass V1 scheinbar kleiner wird und V2 eine eher langgezogene
Form annimmt (Abb. 6.20 (b), V1 und V2). Nach weiterem Ätzen ist V1 ﬂacher und
von zwei neu hervortretenden Vertiefungen umgeben (Abb. 6.20 (b), V3 und V4).
Des Weiteren ist ersichtlich, dass sich V2 wieder in zwei Vertiefungen geteilt hat
(Abb. 6.20 (c), V2 und V5). In den Höhenbildern können zusätzliche Bereiche erfasst
werden, die Strukturänderungen auf der Mikrometerskala nach dem Ätzen zeigen.
Diese Veränderungen sollen an zwei weiteren ausgewählten Beispielen demonstriert
werden. Pfeil 1 in Abbildung 6.20 (a) zeigt auf eine ovale Vertiefung (gestrichelte
Markierung), die sich neben einer weiteren ﬂacheren Vertiefung beﬁndet (Abb. 6.20
(a), Pfeil 2). Nach dem Ätzen ist erkennbar, dass die zuvor gezeigte Vertiefung nun
ﬂacher ist (Abb. 6.20 (b), Pfeil 1) und im Gegensatz dazu die daneben liegende
Vertiefung tiefer geworden ist (Abb. 6.20 (b), Pfeil 2).
Ein weiteres Beispiel spiegelt die gelbe C-förmige Markierung in Abbildung
6.20 (a) wieder. Nach dem Ätzen ist die ursprüngliche Form der Vertiefung nicht
mehr erkennbar. An dieser Stelle ist nun eine Vertiefung sichtbar (Abb. 6.20 (b),
gelb gestrichelte Ellipse), die mit fortschreitendem Ätzen verschwindet (Abb. 6.20
(c)). Resultierend aus den soeben beschriebenen Beobachtungen kann festgestellt
werden, dass der Ätzprozess sowie die Ätzdauer Änderungen in der Knochenstruktur
bereits auf der Mikrometerskala hervorrufen. Somit lässt sich schlussfolgern, dass
ein Materialabtrag stattﬁndet.
Darüber hinaus kann in der Abbildung 6.20 (c) eine ﬁschgrätenähnliche Struktur
der Vertiefungen gesehen werden (gelber Pfeil zeigt auf den Bereich). Die REM-
Aufnahme in Abbildung 6.20 (d)) zeigt die lamellare Struktur eines menschlichen
Oberschenkelknochens, indem ebenfalls die Fischgrätenstruktur erkennbar ist [193].
Diese Strukturen konnten auch mittels der in dieser Arbeit durchgeführten AFM-
Untersuchungen beobachtet werden. Abbildung 6.21 zeigt TM-AFM-Höhenbilder
(a) nach dem ersten und (b) nach dem fünften Plasmaätzschritt. In beiden Abbil-
dungen ist die ﬁschgrätenähnliche Struktur erkennbar. Es können in Abbildung
6.21 (b) (gelbe Pfeile) globuläre Strukturen auf der Probenoberﬂäche beobachtet
werden, die auf Verunreinigungen der Probe zurückzuführen sein könnten.
Frank et al. [194] beschreibt zwei charakteristische Aspekte der Orientierung
der Kollagenfasern im kompakten Knochen. Diese Untersuchungen zeigten, dass
in bestimmten Regionen die Lamellen ein Fischgrätenstruktur aufweisen während
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Abbildung 6.21.: AFM-Höhenbilder nach dem (a) ersten und (b) fünften
Plasmaätzschritt. Die beiden Bilder zeigen verschiedene Stellen der Probe. Der
Plasmaätzprozess (300T1000 Semi-Auto Plasma Processor, PVA TePla AG,
Wettenberg) am nativen Knochen wurde bei einer Plasmaleistung von 200 Watt,
einem Gasfluss (Arbeitsgas: Luft) von 500 ml/min und einer Ätzdauer von einer




in anderen Bereichen eine dichte und gebogene Anordnung der Kollagenfasern im
Knochen zu ﬁnden ist. Auch Giraud-Guille beobachtete, dass schräge Ebenen zur
Osteonachse ein Fischgrätenmuster herbeiführen, wohingegen schräg geschnittene
Ebenen in der cholesterischen Schicht gebogenen Strukturen aufzeigen und in der
Längsposition der Kollagenﬁbrillen dichte Bänder bilden können [156] (siehe Skizze
der Strukturdetails in Abb. 6.19). Für die Rekonstruktion des Volumenbildes ist
die Abbildung derselben Stelle notwendig, da die einzelnen Schichten mit einem der
Ätzrate entsprechendem mittlerem Abstand übereinander gelegt werden. Daher
sollten die Messstellen möglichst wenig voneinander abweichen. Jedoch konnte be-
obachtet werden, dass der Ätzprozess unter den gewählten Bedingungen ( 0,5%-ige
HCOOH-Lösung, 1%-ige NaOCl-Lösung, 30 s Ätzzeit je Ätzschritt) deutliche Ver-
änderungen der Oberﬂächenstruktur nach jedem Abtrag bewirkt. Die Betrachtung
der Bildserie ohne das Einbeziehen der Übersichtsaufnahmen (Bildgröße 40 µm
und 20 µm) machen einen Vergleich zwischen aufeinander folgenden Bildern auf
der Nanometerskala fast unmöglich. Das Auﬃnden und die Abbildung derselben
Messstelle trotz der großen Änderungen der Oberﬂächenstruktur nach dem Ätzen
war durch sukzessives Verringern der Bildgröße im AFM dennoch möglich.
Abbildung 6.22 zeigt eine aus dem Ätzprozess resultierende Bildserie aus TM-
AFM-Amplitudenbildern. Die Größe der Bildausschnitte beträgt 10 × 10 µm2, bei
einer lateralen Auﬂösung von 2048 × 2048 Pixeln. In den Amplitudenaufnahmen
sind Kollagenﬁbrillen sichtbar, die im nativen kortikalen Knochen eingebettet sind.
Diese können parallel zueinander verlaufen (Abb. 6.22, gelbe Pfeile), sich über-
kreuzen (Abb. 6.22, gelbe Kreise) oder sich um ein gemeinsames Zentrum winden
(Abb. 6.22, gelbe Rechtecke). In einigen Abbildungen können Partikelablagerungen
auf der Probenoberﬂäche beobachtet werden (Abb. 6.22, weiße Pfeile), die auf
Ätzrückstände oder Verunreinigungen zurückzuführen sein könnten. In Abbildung
6.22 (weiße Ellipsen in (d) und (h) bis (j)) beﬁnden sich strukturlose Bereiche,
die auf Messartefakte zurückzuführen sind. An diesen Stellen wurde aufgrund
der großen Höhenunterschiede der maximale vertikale Arbeitsbereich des AFMs
erreicht.
Abbildung 6.23 stellt eine hochaufgelöste Vergrößerung des blauen Rechtecks in
Abbildung 6.22 (b) dar. Auf der freigelegten Oberﬂäche sind Bereiche zu sehen,
die die Kollagenﬁbrillen mit dem typischen Wiederholabstand der D-Bande zeigen
(Abb. 6.23 im Bild gekennzeichnet).
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Abbildung 6.23.: Vergrößerung des blauen Rechtecks in Abb. 6.22 (b). Gezeigt
werden hier Kollagenfibrillen mit der typischen D-Band-Struktur die im nati-
ven Knochen eingebettet sind. Das Bild wurde einem Flatten erster Ordnung
unterzogen.
Zudem gibt es Abschnitte, die keine D-Band-Struktur aufweisen (Abb. 6.23,
gelbe Ellipsen). In diesem Fall kann nicht geklärt werden, ob es sich dabei um die
anorganischen oder um nichtkollagene organische Anteile im Knochen handelt. Des
Weiteren ist ein breiter vertikaler Streifen (Abb. 6.23, weiß gestrichelte Abgrenzung)
mit parallel zueinander verlaufenden Kollagenﬁbrillen erkennbar (Abb. 6.23, Pos.
1). Diese bilden durch das scheinbare ineinander greifen der D-Band-Struktur ein
Bündel aus einzelnen Kollagenﬁbrillen. Weiterhin können auch Fibrillen beobachtet
werden, die in einem Winkel von etwa 45° zu den vertikalen Fibrillen verlaufen (Abb.
6.23, gelb gestrichelte Linien). Auf der linken Seite der Vergrößerung kann eine
gebogene Struktur festgestellt werden (Abb. 6.23, Pos. 2). Zudem existieren auch
einzelne Fibrillen ohne eine bevorzugte Orientierung auf der Knochenoberﬂäche
(Abb. 6.23, Pos. 3). Die Kollagenﬁbrillen variieren wiederum stark in ihrer Breite
von 50 bis 150 nm.
Für die Volumendarstellung der Kollagenﬁbrillen im humanen Knochen wurden
zunächst die einzelnen AFM-Aufnahmen mit 40 µm, 20 µm und 10 µm Seitenlänge,
wie in Kapitel 3.3.1 beschrieben, registiert.
Abbildung 6.24 zeigt die manuell registrierte Bildserie. An Hand der gelben
Linien kann man dieselbe Stelle in allen AFM-Aufnahmen gut verfolgen.






































































































































































































































































































































































Im nächsten Schritt wurden die einzelnen 10 × 10 µm2 großen Bilder im Bild-
verarbeitungsprogramm CorelDraw importiert und die Fibrillen manuell markiert.
Abbildung 6.25 zeigt ein AFM-Amplitudenbild nach dem elften Ätzschritt. Die
TM-AFM-Aufnahme weist hellere und dunklere Bereiche auf. Zudem können im
Abbildung 6.25.: (a) TM-AFM-Amplitudenbild nach dem elften Ätzschritt. (b)
Vergrößerung des in (a) gelb markierten Bereichs. (c) Vergrößerung des in (b)
blau markierten Bereichs. Die gelben Linien in (b) und (c) kennzeichnen einzelne
Kollagenfibrillen im nativen Knochen. Die Fibrillen wurden manuell in CorelDraw
markiert. Auf die AFM-Bilder wurde ein Flatten erster Ordnung angewendet.
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Bild periodisch auftretende Strukturen beobachtet werden. Diese zeigen die D-
Band-Struktur der Kollagenﬁbrillen. Die Abbildungen 6.25 (b) und (c) zeigen
Beispiele der Markierung der einzelnen Kollagenﬁbrillen mit CorelDraw und dem
Hilfsmittel Polylinie. Mit der Polylinie wurden manuell die Maximum-Maximum-
Abstände entlang der D-Band-Struktur der Kollagenﬁbrille verbunden, wodurch
eine Verbindungslinie geschaﬀen wurde. Diese Methode wurde auf alle im Bild
enthaltenen Kollagenﬁbrillen und für jede Schicht angewendet. Nach der manuellen
Markierung wurden die Linien als zweidimensionale Vektorgraﬁken im Bildformat
SVG (skalierbare Vektorgraﬁk) exportiert. An Hand der manuellen Vorregistrierung
in Amira konnten die Verschiebungen der 10 × 10 µm2 Bilder ermittelt und auf die
SVG-Dateien übertragen werden. Anschließend wurden die Höheninformationen
aus den AFM Rohdaten einbezogen. Die räumliche Visualisierung der Linien erfolg-
te mit PyMOL [195]. Das Endergebnis zeigt die Position einzelner Kollagenﬁbrillen
eingebettet im nativen Knochen (Abb. 6.26). Die einzelnen Schichten entsprechen
der Form der Probenoberﬂäche nach jedem Ätzschritt. Über die vermutlich da-
zwischen liegenden Kollagenﬁbrillen geht keine Information aus den AFM-Bildern
hervor. Aus den einzelnen Bildern wurden mit PyMol Anaglyphen erstellt um
eine bessere räumliche Darstellung zu erhalten. Dieses stellt ein Stereogramm
dar, bei dem die beiden stereoskopischen Halbbilder nicht nebeneinander darge-
stellt, sondern überlagert werden [196]. Mit Hilfe einer Rot-Cyan-Brille können die
Anaglyphen-Bilder betrachtet werden.
Abbildung 6.27 und 6.28 zeigen mit hoher Auﬂösung die räumliche Anordnung
einzelner Kollagenﬁbrillen im nativen kortikalen Knochen. Der Abstand zwischen
den einzelnen Schichten beträgt einen Mikrometer, entsprechend der in 30 Sekunden
Ätzzeit im Mittel abgetragenen Materialmenge (siehe Kapitel 6.3.2). Aufgrund der
Ätzzeit war der Abtrag zwischen den einzelnen Schichten so stark, dass die nach
jedem Ätzschritt an der Oberﬂäche sichtbaren Fibrillen beim nächsten Ätzschritt
komplett abgetragen wurden. Aus diesem Grund ist in diesen hochauﬂösenden
Volumenbilder keine Verbindung zwischen den einzelnen Ebenen erkennbar, da
während eines Ätzschrittes eine 1µm dicke Schicht entfernt wurde und die Fibrillen
einen Durchmesser von zirka 100 - 200 nm haben. Abbildung 6.27 und 6.28 zeigen,
dass die im Knochen eingebetteten Kollagenﬁbrillen unterschiedliche Orientierungen
aufweisen.
Bisherige hochauﬂösende Volumendarstellungen zeigten die Form, Orientierung
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und räumliche Anordnung individueller Hydroxylapatitpartikel, die mit Hilfe
der ET abgebildet wurden [67, 68]. Jedoch liefern diese Elektronentomographie-
Untersuchungen keine Informationen über die Struktur der organischen Kompo-
nente. Die in Abbildung 6.26 - 6.28 gezeigten Daten zeigen, dass mit Hilfe der
Nanotomographie Volumenabbildungen von Knochen mit einer Auﬂösung von
10 nm möglich sind. Die in dieser Arbeit gezeigten Volumenbilder sind die ersten
dreidimensionalen Abbildungen, die die Lage und räumliche Anordnung einzelner
Kollagenﬁbrillen im nativen kortikalen Knochen zeigen.
Abbildung 6.26.: Darstellung einzelner Schichten aus Kollagenfibrillen, die im
nativen Knochen eingebettet sind. Das Bild wurde mit Hilfe des Programms
PyMOL visualisiert. Die Struktur ist entlang der z-Achse gestaucht. Die Höhe
des Volumenausschnittes beträgt 10 µm.
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Abbildung 6.27.: Volumenbild von Kollagenfibrillen in Anaglyph-Darstellung
(Seitenansicht). Diese zeigen einzelne Schichten von Kollagenfibrillen, die im
Knochen eingebettet sind. Die Höhe des Volumenausschnittes beträgt 10 µm.
Eine Rot-Grün Brille befindet sich im hinteren Einband. Die im hinteren Einband






Abbildung 6.28.: Hochaufgelöstes Volumenbild in der Anaglyph-Darstellung
(Sichtweise: schräg von oben; eine Rot-Grün Brille befindet sich im hinteren
Einband). Die Höhe des Volumenausschnittes beträgt 10 µm.
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Ätzserie mit kleinen Abtragschritten
Im Folgenden wird eine weitere Ätzserie am nativen Knochen gezeigt und diskutiert.
Dabei handelt es sich nicht um dieselbe Knochenprobe, die in der ersten Ätzserie
untersucht wurde. Die Ätzzeit wurde bei dieser Messreihe auf drei Sekunden pro
Schicht verringert, um eventuell einzelne Kollagenﬁbrillen von einem zum nächsten
Ätzschritt verfolgen zu können. Die Ätzserie besteht aus insgesamt 16 Ätzschritten,
wobei erst ab dem 12. Abtragschritt die Ätzzeit auf drei Sekunden reduziert
wurde. Bei diesen Bedingungen wird pro Ätzschritt im Mittel eine 400 nm dicke
Schicht abgetragen. Bis zum 12. Ätzschritt wurde 30 Sekunden pro Ätzschritt
geätzt. Dadurch werden die Bereiche, die durch den Schleif- und Polierprozess
verändert worden, ausgeschlossen. Auch hier wurden zusätzlich TM-AFM-Bilder mit
40 µm und 20 µm Seitenlänge aufgenommen, die das Auﬃnden und die Abbildung
derselben 10 × 10 µm2 großen Messstelle trotz struktureller Änderungen nach dem
Ätzen ermöglichen.
Abbildung 6.29 stellt TM-AFM-Amplitudenbilder der Ätzserie dar, die für drei
Sekunden pro Ätzschritt abgetragen wurden. Die Größe der Bildausschnitte beträgt
10 × 10 µm2 bei einer Auﬂösung von 2048 × 2048 Pixeln. In der Bildserie können
Bereiche mit unterschiedlicher Struktur beobachtet werden. So können breite
Streifen erkannt werden, die neben ﬁbrillären Strukturen auch ebene Abschnitte
zeigen (Abb. 6.30 (a), gelb markierte Ellipse). An Hand der Bildsequenz wird
deutlich, dass sich die Strukturen zunächst nur wenig ändern, so dass der Vergleich
zwischen den einzelnen Bildern möglich ist. Ein drastischer Veränderung ist jedoch
von (c) zu (d) in Abbildung 6.29 zu verzeichnen. Der zuvor breite Streifen (Abb.
6.30 (c), gelb markierte Ellipse) ist nach dem Ätzen mit HCOOH und NaOCl
stark verändert. Die vorherige Struktur des Streifens erscheint zerklüftet (Abb.
6.30 (d), gelb markierte Ellipse). Jedoch ist trotz der sprunghaften Änderung in
der Oberﬂächenstruktur ein Vergleich mit dem darauf folgenden Bild möglich.
Des Weiteren ist ein dichtes Netz von miteinander verbundenen Kollagenﬁbrillen
erkennbar.
Abbildung 6.30 stellt eine Vergrößerung des in Abbildung 6.29 (a) blau markierten





















































































































































































































































Abbildung 6.30.: Vergrößerung des in Abbildung 6.29 blau markierten Bereichs
in dem Kollagenfibrillen mit der typischen D-Band-Struktur erkennbar sind.
Zudem sind Fibrillen zu sehen, die sich kreuzen (Abb. 6.30 (b) und (c), Pos. 1)
oder parallel verlaufen (Abb. 6.30 (c), Pos. 2).
Mit Hilfe des Programms JPK Image Processing™ (JPK Instruments AG, Versi-
on 3.3.25, Berlin,) wurden die 10× 10 µm2 großen Höhenbilder auf den in Abbildung
6.30 gezeigten Abschnitt zurechtgeschnitten und einem Plane Fit erster Ordnung
unterzogen. Durch die im Programm integrierte Option der 3D-Visualisierung konn-
ten so die Oberﬂächenreliefe der einzelnen TM-AFM-Aufnahmen veranschaulicht
werden, die in Abbildung 6.31 dargestellt sind. In diesen Bildern kann beobachtet
werden wie mit fortschreitendem nasschemischen Ätzen einzelne Kollagenﬁbrillen
abgetragen werden. Im Folgenden sollen nun an einigen ausgewählten Fibrillen
und markierten Bereichen einzelne Details vorgestellt und diskutiert werden.
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Die gelben Pfeile in Abbildung 6.31 (a) zeigen auf eine scharfe Kante, die einen
hohen von einem tiefen Bereich (Graben) abgrenzt. Die gestrichelte Linie gibt
dabei den Verlauf der Kante an. Nach dem Ätzen ist die scharfe Abgrenzung nicht
mehr erkennbar (Abb. 6.31 (b), gelb gestrichelte Linie). Die zuvor beobachtete
Kante zwischen den unterschiedlich hohen Bereichen ist nun eher abgerundet. Der
Graben wird mit weiterem Abtragen der Probenoberﬂäche zunehmend tiefer. Auch
im Graben können ﬁbrilläre Strukturen beobachtet werden.
In Abbildung 6.31 (a) ist ein Kreuzungspunkt (1) mehrerer aufeinander treﬀender
Kollagenﬁbrillen zu erkennen, die die typische D-Band-Struktur aufweisen. Diese
wurden markiert, um die einzelnen Fibrillen besser erfassen zu können (Abb. 6.31
(a), gelb gestrichelte Markierungen). Der Kreuzungspunkt erscheint aufgrund der
sich kreuzenden Fibrillen sternförmig. Nach dem 13. Ätzschritt können zunächst
keine signiﬁkanten strukturellen Veränderungen durch den Ätzprozess beobachtet
werden. Fibrille 2 zeigt die typische D-Band-Struktur. In den nächsten Ätzschritten
ist hingegen eine deutliche Strukturänderung zu erkennen. Die zuvor markierten
Fibrillen sind teilweise abgetragen und andere Fibrillen treten hervor (Abb. 6.31
(c) und (d), gelb gestrichelte Markierungen). Auch Fibrille 2 wurde durch den
Abtragprozess freigelegt und ist dadurch besser zu erkennen (Vergleich mit Abb.
6.31 (a) und (b)). Jedoch wird durch den Ätzprozess auch die Struktur von Fibrille
2 verändert. Die typische D-Band-Struktur ist nun kaum zu sehen (Abb. 6.31 (d)).
Das Freilegen der Fibrillenstruktur kann auch an weiteren Beispielen demonstriert
werden. So zeigen die Fibrillen 3, 4 und 5 ebenfalls das Hervortreten der D-Band-
Struktur nach dem Ätzen. Kollagenﬁbrille 6 verläuft gerade und kreuzt dabei
Fibrille 7. Beide Fibrillen erscheinen zunächst ﬂach auf der Probenoberﬂäche (Abb.
6.31 (a)) und zeigen bereits andeutungsweise die D-Band-Struktur. Nach dem Ätzen
mit HCOOH und NaOCl ist die ﬁbrilläre D-Band-Struktur besser zu erkennen und
tritt auf der Oberﬂäche stärker hervor (Abb 6.31 (b)). Nach dem 14. Ätzschritt
kann zwischen den beiden Fibrillen (6 und 7) eine weitere Kollagenﬁbrille (8)
beobachtet werden, die durch den Ätzprozess freigelegt wurde und zum Vorschein
kommt (Abb. 6.31 (c)). Des Weiteren ist zu erkennen, dass durch das Ätzen Fibrille
7 schmaler wird, wohingegen bei Kollagenﬁbrille 6 zunächst die laterale Form der
Fibrille erhalten bleibt.
Abbildung 6.31 (d) zeigt das Oberﬂächenrelief nach dem 15. Ätzschritt. Dabei
kann beobachtet werden, dass die Fibrille 7 zum einen zum Teil abgetragen wurde,
122






























Abbildung 6.31.: Darstellung der Oberflächenreliefe nach verschiedenen Ätz-




und zum anderen in ihrer Form noch schmaler wird. Auch hier ist erkennbar,
dass die laterale Form der Fibrille 8 erhalten bleibt. Kollagenﬁbrille 5 wird durch
das Ätzen freigelegt und verläuft nun parallel zu Fibrille 6 (Abb. 6.31 (d)). Auch
Fibrille 9 und 10 zeigen, dass diese durch den nasschemischen Abtrag geätzt werden
und sich dadurch die Form sowie die Gestalt der D-Band-Struktur ändern (Abb.
6.31 (c) und (d)).
Schlussfolgernd kann festgehalten werden, dass unter den milden Ätzbedingungen
einzelne im Knochen eingebettete Kollagenﬁbrillen von einer in die nächste Schicht
verfolgt werden können, wodurch ein Einblick in ihre Lage sowie Orientierung
der Kollagenﬁbrillen ermöglicht wird. Die Rekonstruktion eines Volumenbildes
erfordert Bildbearbeitungsalgorithmen, die zurzeit nicht zur Verfügung stehen und
für die räumliche Visualisierung und speziell für diese neue Art der Bilddaten
entwickelt werden müssen. Die dreidimensionale Abbildung könnte dann die Größe,
Lage und räumliche Anordnung der organischen Matrix im Knochen darstellen und
somit neue Einblicke in den Aufbau des nativen kortikalen Knochens gewähren.
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Ziel dieser Arbeit war die Strukturuntersuchung sowie räumliche Abbildung mittels
rasterkraftmikroskopiebasierter Nanotomographie an biologischen Materialien auf
der Nanometerskala. Dazu wurde extrahiertes Kollagen (Typ I) aus der Rinderhaut,
extrahierte Mahlzähne humaner Spender sowie nativer kortikaler Menschenknochen
untersucht.
Im ersten Teil der Arbeit wurden durch die Anwendung von elektronen- und ras-
terkraftmikroskopischen Techniken die verschiedenen Strukturebenen des Zahnes
abgebildet. Die erforderliche Probenpräparation für das Abbilden und schrittwei-
se Abtragen wurde etabliert. Aus den rasterkraftmikroskopischen Daten konnte
ein räumliche Abbildung erhalten werden, die die Prisma- und interprismati-
sche Phase des Zahnschmelzes nach dem Ätzen zeigt. Des Weiteren erfolgte die
AFM-Untersuchung der De- und Remineralisierung am menschlichen Zahn. Die
Ätzversuche demonstrierten, dass mit Coca-Cola™ ein Mineralabtrag (Demine-
ralisierung) stattﬁndet. Die hier präsentierten Ergebnisse zur Remineralisierung
mit GC Tooth Mousse™ zeigten einen positiven Eﬀekt auf die Erneuerung der
Mineralsubstanz von Zahnoberﬂächen im Sinne einer Mineraleinlagerung.
Im zweiten Teil der Arbeit wurden die Ergebnisse zur Abbildung von Kolla-
genﬁbrillen aus der Rinderhaut mit Hilfe der Rasterkraftmikroskopie dargestellt.
Es wurde ein Präparationsprotokoll entwickelt, das das Abbilden einzeln liegen-
der Fibrillen ermöglicht. Die reproduzierbare Präparation von Einzelﬁbrillen auf
einem Siliziumsubstrat und das Abbilden der typischen D-Band-Struktur der Kol-
lagenﬁbrillen mit einem sich periodisch wiederholenden Abstand von ∼ 67 nm
wurde bereits in [131] erfolgreich genutzt und demonstriert. Für die Rekonstrukti-
on eines Volumenbildes wurde ein Kollagennetzwerk untersucht und schrittweise
durch Plasmaätzen abgetragen. Es konnte festgestellt werden, dass durch den
Plasmaätzprozess eine Oberﬂächenveränderung der Kollagenﬁbrillen stattgefunden
hat. Anhand der räumlichen Abbildung konnten zunächst keine zusätzlichen Infor-
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mationen über die innere Struktur einzelner Kollagenﬁbrillen gewonnen werden.
Der dritten Teil stellt zugleich das zentrale Resultat der Arbeit dar. Hier wurde
die erforderliche Probenpräparation für das schrittweise Abtragen von nativen
Knochen etabliert. Dieses beinhaltet insbesondere das mechanische Polieren sowie
das nasschemische Ätzen der nativen Knochenproben. Dazu wurde ein Verfahren
erarbeitet, dass eine wiederholte und reproduzierbare Abbildung von Knochenpro-
ben mittels Rasterkraftmikroskopie nach jedem Ätzschritt ermöglicht. Mit Hilfe
von EDX-Analyse und tiefenaufgelöster Raman-Spektroskopie stellte sich heraus,
dass unter Verwendung der HCOOH als anorganische Säure der anorganische
Anteil abgetragen wurde, wohingegen mit Hilfe der NaOCl-Lösung der organische
Bestandteil geätzt werden konnte. Durch die Anwendung von elektronen- und
rasterkraftmikroskopischen Techniken ist es gelungen, die Organisationsebenen
des kortikalen nativen Knochens abzubilden. Die resultierenden Bilder zeigen sehr
detailreich die räumliche Anordnung einzelner Kollagenﬁbrillen im kompakten na-
tiven Knochen im Längenbereich von zehn Nanometer bis zehn Mikrometer. Eine
wichtige Information für die Erstellung der Volumenbilder aus den AFM-Daten
ist die Abtragrate während des Ätzprozesses. Hierzu wurden zwei verschiedene
Verfahren zur Ermittlung der Ätzrate herangezogen und diskutiert. Neben der
Datenerfassung ist auch die Bildverarbeitung für die Nanotomographie sehr wichtig.
Durch die manuelle Registrierung konnte die Verschiebung der einzelnen Schichten
ermittelt und als Höhepunkt der Arbeit ein hochaufgelöstes Volumenbild einzelner
Fibrillen eingebettet im nativen Knochen rekonstruiert werden. Dieses Volumenbild
ist die erste dreidimensionale Abbildung, das die Größe, Lage und räumliche Anord-
nung einzelner Kollagenﬁbrillen im nativen Knochen zeigt. Derartig hochauﬂösende
Volumenbilder von nativen Knochen waren bisher nicht bekannt und bieten neue
Einblicke in den Aufbau von Knochen. Nanotomographie von Knochen könnte in
Zukunft sowohl für die Untersuchung der natürlichen Strukturbildungsprozesse in
Knochen wie auch für die Diagnose von Knochenkrankheiten eingesetzt werden.
126
A. Anhang - Bimodale
Rasterkraftmikroskopie
Die Messung mit bimodaler Anregung der AFM Cantilever ist eine Messmethode,
die auf dem TM-AFM beruht [87]. Diese Methode verspricht eine empﬁndliche
Detektion von Materialunterschieden wie auch eine verbesserte laterale Auﬂösung
[87–93] auch bei der Nanotomographie [94]. Bei dieser Methode werden gleich-
zeitig die erste sowie eine höhere Eigenmode des Cantilevers, in diesem Fall die
zweite Eigenmode, angeregt [90, 91]. Die erste Eigenmode (Grundmode) ist die
im TM-AFM üblicherweise verwendete Resonanzfrequenz des Cantilevers, wohin-
gegen die zweite Eigenmode eine höhere, nicht zwingend harmonische Frequenz
der Resonanzfrequenz darstellt. Für die bimodale Rasterkraftmikroskopie wurde
ein AFM des Typs MultiMode™ (Veeco Instruments, Santa Barbara, USA) mit
einem Nanoscope IV Controller im TM zusammen mit einer speziellen bimodalen
Anregungs- und Detektionseinheit (Eldisa, Madrid, Spanien) (Abb. A.1) genutzt.
Die bimodale Anregungs- und Detektionseinheit steuert die Anregung der ersten
     Display





F  cos w t + F  cos w t i i j j
A1 A        f  f2 1 2
Abbildung A.1.: Schematische Darstellung der bimodalen Anregungs- und
Detektionseinheit eines AFMs (aus [91]).
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und zweiten Eigenmode [91]. Über zwei Lock-in Verstärker wird das durch die
Interaktion mit der Oberﬂäche veränderte Signal der Fotodiode mit Hilfe der
Referenzfrequenzen in Einzelsignale zerlegt. Man erhält so die Amplitude A1 und
die Phasenverschiebung φ1 der ersten Eigenmode sowie die Amplitude A2 und die
Phasenverschiebung φ2 der zweiten Eigenmode des Cantilevers. Für die Messung
wird die Amplitude der ersten Eigenmode durch die AFM Regelung auf einem
konstanten Wert gehalten [90]. Um einen Materialkontrast abzubilden, werden die
Phasenverschiebungen der beiden Eigenmoden genutzt. Mit der Anregung einer
höheren Eigenmode des schwingenden Cantilevers ist es möglich, die Empﬁndlich-
keit der Messmethode im Vergleich zur üblichen Anregung zu erhöhen [87, 90].
Auf diese Weise können Kräfte kleiner als 10 pN detektiert werden [90]. Für die
bimodalen Messungen wurden Spitzen vom Typ SEIHR-20 der Firma NanoWorld
verwendet (Material: Silizium, Maße des Cantilevers: Breite W = 33 µm, Länge
L = 225 µm, Dicke D = 5 µm, Resonanzfrequenz f 1 ≈ 130 kHz, zweite Eigenmode
f 2 ≈ 740 kHz, Federkonstante k ≈ 15 N/m).
Dieser Abschnitt soll die Vorteile des bimodalen Messprinzips anhand einzelner
TM-AFM-Aufnahmen aufzeigen. Da die zweite Eigenmode sensitiver für strukturel-
le Feinheiten ist, als die Grundfrequenz des Cantilevers [87–94], kann das bimodale
Messprinzip zur Steigerung der lateralen Auﬂösung und des Phasenkontrastes
der TM-AFM-Bilder angewendet werden. Hier werden TM-AFM-Aufnahmen der
ersten und zweiten Eigenmode des Cantilevers von menschlichen Knochenproben
während des Ätzens verglichen.
Abbildung A.2 zeigt (a) das TM-AFM-Höhenbild, (b) das Phasenbild der ersten
Eigenmode und (c) das Phasenbild der zweiten Eigenmode eines auf Silizium
mittels Lösemittelklebung [176] aufgebrachten Dünnschnittes (Dicke ≈ 3 µm) einer
in PMMA eingebetteten Knochenprobe. Beim Vergleich der Phasenbilder der
beiden Eigenmoden fällt auf, dass die Strukturen bei der Messung mit der zweiten
Eigenmode insgesamt schärfer und detailreicher erscheinen. Dies soll an einigen
Details in Abbildung A.2 gezeigt werden. Das markierte Rechteck (Abb. A.2 (b)
und (c)) zeigt dabei einen Bereich, der sich zwischen den beiden Eigenmoden
stark unterscheidet. So können in der zweite Eigenmode (Abb. A.2 (c)) feinere
Strukturen auf der Probenoberﬂäche erkannt werden (markiert durch die Pfeile),
als im Phasenbild der Grundmode. Die im Höhenbild als Vertiefung erkennbare












Abbildung A.2.: Mit bimodaler Amplitudenmodulation gemessene AFM-Bilder
von kompaktem, humanem Knochen nach 15 s Ätzen mit 0,1 M HCl-Lösung,
Spülen mit Wasser, 4 s Ätzen mit 1%iger NaOCl-Lösung, erneutem Spülen
mit Wasser und Abblasen mit Luft. (a) Höhenbild, (b) Phasenbild der ersten
Eigenmode des AFM-Balkens, (c) Phasenbild der zweiten Eigenmode des AFM-
Balkens. Auf die Bilder wurde ein Flatten erster Ordnung angewendet.
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A.2 (c)) deutlich schärfere Kanten als in der ersten Eigenmode. Ein weiteres
Beispiel zeigt die ovale Markierung in Abbildung A.2 (b) und (c). Auch hier ist
erkennbar, dass in der zweiten Eigenmode feinere Strukturen im Vergleich zur
ersten Eigenmode hervortreten. Schlussfolgernd kann festgestellt werden, dass das
Phasenbild (Abb. A.2 (c)) der zweiten Eigenmode des Cantilevers sensitiver auf
laterale Materialzusammensetzung ist, wodurch eine bessere laterale Auﬂösung
ermöglicht wird. Dies stimmt mit der Beobachtung anderer Autoren überein [93].
Ein weiteres Beispiel für das bimodale Messen zeigt Abbildung A.3. Hier ist
(a) das TM-AFM-Höhenbild, (b) das Phasenbild der ersten Eigenmode und (c)
das Phasenbild der zweiten Eigenmode einer nativen Knochenprobe nach dem
nasschemischen Ätzen. Auch hier lassen sich in der zweiten Eigenmode mehr
Details und schärfere Konturen, als in der ersten Eigenmode erkennen. So zeigt
zum Beispiel die ovale, gelbe Markierung (Abb. A.3 (b, c)) die typische D-Band-
Struktur von Kollagenﬁbrillen. Diese D-Band-Struktur ist noch deutlicher in der
zweiten Eigenmode (Abb. A.3 (c)) erkennbar. Die gelben Pfeile und auch der rot
markierte Bereich zeigen in der zweiten Eigenmode (Abb. A.3 (c)) weitere feinere
Strukturen in der D-Bande der Kollagenﬁbrillen, die in der Grundmode (Abb.
A.3 (b)) nicht sichtbar sind. Die Periodizität der D-Band-Struktur ist besonders
gut zu erkennen, da mit Hilfe der Ameisensäure (HCOOH) die anorganischen
Bestandteile (HA), entfernt werden und somit die Kollagenstruktur freigelegt wird.
Die gemessene Periodizität von 67 nm stimmt mit den erwarteten Werten für das
Kollagen Typ I überein [4, 39, 134, 135].
Abschließend kann gesagt werden, dass mit Hilfe der bimodalen Rasterkraft-
mikroskopie die Strukturen in der zweiten Eigenmode deutlicher beziehungsweise
überhaupt erst erkennbar sind. Die zweite Eigenmode ist hier sensitiver auf struk-
turelle Feinheiten, als die Grundmode des Cantilevers.
Neben dem nasschemischen Ätzen wurden auch mittels Plasmaätzen native
Knochenproben abgetragen und mit bimodaler Rasterkraftmikroskopie untersucht.
Dazu wurde die Probe, wie in Kapitel 6.2.1 beschrieben, präpariert. Die Knochen-
proben wurden zunächst mit einer 1 %-igen HCOOH-Lösung für 30 Sekunden
geätzt und anschließend mit CH3OH gespült, um die durch Rückstände des Schleif-
prozesses überdeckten Strukturen freizulegen. Nach dem nasschemischen Abtrag
wurde nochmals mit Wasser gespült, um noch verbleibende Ätzrückstände oder






Abbildung A.3.: Mit bimodaler Amplitudenmodulation gemessene AFM-Bilder
von kompaktem, humanem Knochen nach dem Ätzen mit Ameisensäure. (a)
Höhenbild, (b) Phasenbild der ersten Eigenmode des AFM-Balkens, (c) Phasen-
bild der zweiten Eigenmode des AFM-Balkens. Auf die Bilder wurde ein Flatten
erster Ordnung angewendet.
Plasmaätzprozess (300T1000 Semi-Auto Plasma Processor, PVA TePla AG, Wet-
tenberg) am nativen Knochen wurde bei einer Plasmaleistung von 200 Watt, einem
Gasﬂuss (Arbeitsgas: Luft) von 500 ml/min und einer Ätzdauer von einer Minute
durchgeführt. Der Druck beim Prozessstart lag bei ungefähr 0,08 mbar und wäh-
rend des Ätzprozesses bei 0,13 mbar. Die maximale Temperatur betrug ≈ 38°C.
Abbildung A.4 zeigt (a) TM-AFM-Höhenbild, (b) Phasenbild der ersten und (c) der
zweiten Eigenmode vor dem Plasmaätzen. In beiden Phasenbildern ist die D-Band-
Struktur erkennbar (Abb. A.4 (b) und (c), gelbe ovale Markierung). Zudem können
globuläre Strukturen (Abb. A.4, gelbe Pfeile) auf der Probenoberﬂäche beobachtet
werden. Die beiden Phasenbilder vor dem Plasmaätzen (Abb. A.4 (b) und (c))
unterscheiden sich im Kontrast, allerdings ist die erwartete Verbesserung [87–91]
des Kontrastes in der zweiten Eigenmode nicht zu beobachten. Nach dreimaligem
Plasmaätzen beobachtet man in der zweiten Eigenmode (Abb. A.4 (f)) wieder ein
detailreicheres und schärferes Erscheinungsbild im Vergleich zur ersten Eigenmode
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Abbildung A.4.: Mit bimodaler Amplitudenmodulation gemessene AFM-Bilder
von kompaktem, humanem Knochen. Die Probe wurde zunächst mit einer
1 %-igen HCOOH-Lösung für 30 Sekunden geätzt, mit CH3OH gespült und
mit Druckluft getrocknet. (a) Höhenbild, (b) Phasenbild der ersten Eigenmode
des AFM-Balkens, (c) Phasenbild der zweiten Eigenmode des AFM-Balkens
vor dem Plasmaätzen. Anschließend erfolgte der Plasmaätzprozess (Leistung:
200 Watt,Gasfluss (Luft): 500 ml/min, Ätzdauer: 1 min). (d) Höhenbild, (e)
Phasenbild der ersten Eigenmode des AFM-Balkens, (f) Phasenbild der zweiten
Eigenmode des AFM-Balkens nach dreimaligem Plasmaätzen. Auf die Bilder
wurde ein Flatten erster Ordnung angewendet.
(Abb. A.4 (e)). Die D-Band-Struktur (Abb. A.4 (f), gelb ovale Markierungen) ist
besser erkennbar und zeigt schärfere Kanten, als in der Grundmode (Abb. A.4 (e),
gelb ovale Markierungen). Des Weiteren ist nach dem Ätzen erkennbar, dass in
allen TM-AFM-Höhen- und Phasenbildern (Abb. A.4 (a-f), rot ovale Markierung in
(a) und (d); gelb ovale Markierung in (b), (c) und (e), (f)) die globulären Strukturen
verschwunden sind. Ein Grund für das Auftreten der globulären Strukturen könnte
sein, dass beim Spülen nach dem chemischen Ätzprozess nicht alle Kristallrück-
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stände oder Verunreinigungen entfernt wurden und noch restliche Ablagerungen zu
beobachten waren. Lerner et al. [197] haben Polybutadiene untersucht und konnten
beobachten, dass durch einen hohen Gasﬂuss bereits gelöste Ätzprodukte von der
Probenoberﬂäche entfernt werden. Das könnte auch hier eine mögliche Erklärung
für das Verschwinden der globulären Strukturen nach dem Plasmaätzen sein. Die
erhaltenen Ergebnisse zeigen, dass das Auﬂösungsvermögen bei Verwendung der
zweiten Eigenmode des Cantilevers größer ist, als bei der Grundmode, wie in
[87–94] bereits an anderen Materialien gezeigt. Dieser Vorteil könnte auch für
zukünftige Messungen bei der Nanotomographie von Knochen genutzt werden, um
detailreichere Volumenbilder von Knochen zu erstellen.
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a) poliert b) 1. Ätzschritt 
 
c) 2. Ätzschritt d) 3. Ätzschritt 
Abbildung B.1.: 40 × 40 µm 2 große AFM-Höhenbilder vom nativen Kno-
chen der ersten Ätzserie (Teil 1). (a) mechanisch poliert, (b) nach dem ersten
Ätzen mit einer 0,5%-igen HCOOH-Lösung, (c) nach dem zweiten Ätzen mit
einer 1%-igen NaOCl-Lösung, (d) nach jeweils 30 s Ätzen mit einer 0,5 %-
igen HCOOH-Lösung sowie einer 1 %-igen NaOCl-Lösung (siehe Kapitel 6.3.1).
Die nummerierten weißen Pfeile markieren jeweils dieselbe Stelle nach jedem
Ätzschritt. Die Bilder wurden einem Flatten erster Ordnung unterzogen.
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i) 8. Ätzschritt j) 9. Ätzschritt 
h) 7. Ätzschritt g) 6. Ätzschritt
f) 5. Ätzschritt e) 4. Ätzschritt 












k) 10. Ätzschritt 
10 µm
l) 11. Ätzschritt 
m) 12. Ätzschritt n) 13. Ätzschritt 
o) 14. Ätzschritt p) 15. Ätzschritt 
5
Abbildung B.1.: (Fortsetzung): (k) - (p) nach dem 10. - 15. Ätzschritt.
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q) 16. Ätzschritt r) 17. Ätzschritt 
s) 18. Ätzschritt t) 19. Ätzschritt 
Abbildung B.1.: (Fortsetzung): (q) - (t) nach dem 16. - 19. Ätzschritt.
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Ätzserie
2 µm
a) poliert b) 1. Ätzschritt 
c) 2. Ätzschritt d) 3. Ätzschritt 
Abbildung C.1.: 10 × 10 µm 2 große AFM-Amplitudenbilder vom nativen
Knochen der ersten Ätzserie (Teil 1). (a) mechanisch poliert, (b) nach dem ersten
Ätzen mit einer 0,5%-igen HCOOH-Lösung, (c) nach dem zweiten Ätzen mit
einer 1%-igen NaOCl-Lösung, (d) nach dem Ätzen mit einer 0,5 %-igen HCOOH-
Lösung sowie einer 1 %-igen NaOCl-Lösung (siehe Kapitel 6.3.1). Die Bilder
wurden einem Flatten erster Ordnung unterzogen.
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2 µm
e) 4. Ätzschritt f) 5. Ätzschritt 
g) 6. Ätzschritt h) 7. Ätzschritt 
Abbildung C.1.: (Fortsetzung): (e) - (h) nach dem 4. - 7. Ätzschritt.
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2 µm
i) 8. Ätzschritt j) 9. Ätzschritt 
k) 10. Ätzschritt l) 11. Ätzschritt 
Abbildung C.1.: (Fortsetzung): (i) - (l) nach dem 8. - 11. Ätzschritt.
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2 µm
m) 12. Ätzschritt n) 13. Ätzschritt 
o) 14. Ätzschritt p) 15. Ätzschritt 
Abbildung C.1.: (Fortsetzung): (m) - (p) nach dem 12. - 15. Ätzschritt.
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2 µm
q) 16. Ätzschritt r) 17. Ätzschritt 
s) 18. Ätzschritt t) 19. Ätzschritt 
Abbildung C.1.: (Fortsetzung): (q) - (t) nach dem 16. - 19. Ätzschritt.
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